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La perception des stimuli nocifs est essentielle à la survie d’un organisme vivant. Elle lui 
permet de produire une réponse appropriée afin d’éviter une situation potentiellement 
dangereuse. La détection de ces stimuli a lieu au niveau des terminaisons périphériques de 
neurones sensoriels spécialisés, les nocicepteurs. Ces neurones sont responsables de la 
transduction des stimuli mécaniques, thermiques et chimiques en potentiels d’action et 
transmettent cette information vers la moelle épinière. La stimulation des nocicepteurs en 
périphérie repose sur le profil d’expression de canaux ioniques spécifiques à la membrane 
plasmique des terminaisons nerveuses.  
Je me suis intéressée pendant ma thèse à étudier l’implication dans la perception 
douloureuse des canaux potassiques de fond de la famille TREK. Ces canaux appartiennent à la 
famille des canaux potassiques à deux domaines pores, domaines P (K2P), qui jouent un rôle 
majeur dans l’excitabilité cellulaire. La sous-famille TREK comprend trois membres, TREK-1, TREK-
2 et TRAAK. Ce sont des canaux mécano- et thermosensibles activés par les acides gras 
polyinsaturés qui ont été impliqués dans l’anesthésie, la dépression et la neuroprotection. Lors de 
précédentes études, notre équipe a pu montrer que les canaux TREK-1 et TRAAK sont des 
senseurs moléculaires essentiels dans la perception polymodale de la douleur et qu’ils 
interviennent dans l’excitabilité des nocicepteurs, modulant ainsi le message douloureux. Mon 
projet de thèse s’est directement inscrit dans la poursuite de l’étude du rôle des canaux TREK 
dans la physiologie de la nociception grâce à l’utilisation de souris invalidées pour ces canaux. 
La première partie de ce travail de thèse a consisté à étudier l’implication du canal TREK-1 
dans l’activité antalgique et dans les effets secondaires de l’un des analgésiques les plus 
couramment utilisés, la morphine. Nous avons montré l’existence d’une relation fonctionnelle 
entre les canaux TREK et les récepteurs opioïdes µ et δ (µOR et δOR), qui sont les principaux 
récepteurs aux opioïdes impliqués dans l’analgésie. Nous avons mis en évidence, dans des 
systèmes d’expression hétérologue, un couplage fonctionnel entre TREK-1 et TREK-2 et les 
récepteurs µOR et δOR. Par des études en imagerie calcique sur des neurones sensoriels de 
ganglions spinaux et des neurones de moelle épinière en culture, nous avons montré que le canal 
TREK-1 est impliqué dans les effets périphériques et centraux de la morphine. Ces travaux ont 
permis d’impliquer le canal TREK-1 comme un médiateur de l’analgésie induite par la morphine 






Dans la seconde partie de mon travail de thèse, j’ai cherché à établir le rôle du canal TREK-
2 dans la perception de la douleur. TREK-2 est l’un des canaux potassiques de fond le plus 
exprimé dans les neurones sensoriels de DRG et il est activé par la déformation mécanique de la 
membrane plasmique et par la température, comme le canal TREK-1. J’ai étudié l’impact des 
canaux TREK-2 sur l’activité des nocicepteurs avec des approches complémentaires in vitro et ex 
vivo sur des souris invalidées pour le canal TREK-2 (TREK-2-/-) et pour l’ensemble des canaux TREK 
(TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-). Les études comportementales sur ces lignées de souris ont été 
menées en parallèle par une collaboration avec le Laboratoire de Pharmacologie Fondamentale et 
Clinique de la Douleur (INSERM U766) de Clermont-Ferrand. J’ai pu montrer que le canal TREK-2 
module la perception thermique des nocicepteurs cutanés. Toutefois, j’ai observé que l’activité de 
TREK-2 dans la thermo perception est complémentaire de celle déjà rapportée pour les canaux 
TREK-1 et TRAAK car, contrairement à TREK-1 et TRAAK, TREK-2 intervient dans la perception de 
températures non nocives. Les canaux TREK contribuent donc à la perception thermique dans des 
gammes de température différentes. 
L’ensemble de ces travaux de thèse montrent que les canaux potassiques de fond TREK 
jouent un rôle essentiel dans la perception et la modulation du message douloureux et pourraient 
être des cibles intéressantes pour le traitement de la douleur. 
 









The perception of noxious stimuli is essential to an organism survival as it allows the 
appropriate avoidance response to potentially harmful situations. This detection occurs at the 
peripheral terminals of specialized sensory neurons - nociceptors. These neurons of small 
diameter transduce stimuli of a thermal, mechanical or chemical nature into action potentials and 
transmit this information to the spinal-cord. The stimulation of nociceptors at the periphery by 
the different stimuli relies on the expression profile of specific ion channel transducers at the 
plasma membrane of the axon terminals. 
During my PhD, I studied the implication of background potassium channels TREK in the 
perception of pain. TREK channels are part of the two-pore domains potassium channels family 
(K2p) which play a major role in neuronal excitability and cell firing. The TREK channels subfamily is 
composed of TREK-1, TREK-2 and TRAAK. They are mechano- and thermo-activated channels, 
sensitive to polyunsaturated fatty acids, which have been involved in anesthesia, depression and 
neuroprotection. Previous studies from our group demonstrated that TREK-1 and TRAAK channels 
are essential molecular sensors in polymodal pain perception and that they are involved in the 
excitability of nociceptors, thus modulating the nociceptive message. My PhD project was in 
direct line with the pursuit of the study of TREK channels in nociception, using knock-out mice. 
In the first part of this work, I investigated the implication of TREK-1 channel in the 
analgesic action and the adverse side effects of morphine, one of the most used analgesic. We 
show that there is a functional relation between TREK channels and opioid receptors µ and δ (µOR 
and δOR), which are the main opioid receptors involved in analgesia. We reveal, in heterologous 
expression system, a functional coupling between TREK-1 and TREK-2 channels and receptors µOR 
and δOR. Using calcium imaging on cultured sensory dorsal root ganglion neurons and spinal cord 
neurons, we show that TREK-1 channel is involved in peripheral and central effects of morphine. 
This work demonstrate that TREK-1 channel, downstream of the µOR, is an important mediator of 
morphine induced analgesia.  
During the second part of my work, I investigated the role of TREK-2 channel in pain 
perception. TREK-2 is the major background K+ current in dorsal root ganglion neurons and, just 
like TREK-1, it can be activated by membrane stretch and temperature. I assessed the impact of 
this channel on nociceptors with complementary in vitro, ex vivo approaches on mice lacking 
TREK-2 channel (TREK-2-/-) and the whole TREK channels subfamily (TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-). 
Behavioral studies of those two strains of mice were carried out by our collaborators in the 





Clermont-Ferrand. We reveal that TREK-2 channel modulates thermal perception of cutaneous 
nociceptors. However, we show that TREK-2 activity in thermal perception complements the one 
already reported for TREK-1 and TRAAK channels. Whilst TREK-1 and TRAAK are involved in 
noxious temperatures perception, TREK-2 intervene in non-aversive temperatures detection. 
Therefore, each member of the TREK channels subfamily contributes to thermal perception in 
different temperature ranges. 
Taken together, these results show that background potassium channels TREK are major 
contributors to pain message perception and transmission and that they might be interesting 
targets for the treatment of pain. 
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°C : degré Celcius 
µM : micro molaire 
4-AP : 4-Aminopyridine 
5-HT : 5-Hydroxytryptamine ou Sérotonine 
AA : Acide Arachidonique  
AC : Adénylate cyclase  
ADN : Acide DésoxyriboNucléique  
AHP : After HyperPolarization 
AKAP150 : A Kinase Anchor Protein 150 
A-MC : A-fiber Mechano-Cold sensitive 
A-MH : A-fiber Mecano-Heat sensitive 
AMPc: Adénosine MonoPhosphate cyclique 
ARN : Acide RiboNucléique  
ARN : Acide RiboNucléique 
ASIC: Acid-Sensing Ion Channel 
ATP: Adénosine TriPhosphate  
AUC : Area Under Curve (Aire sous la courbe) 
BK : Big conductance calcium-activated 
potassium channels 
BSA : Bovine Serum Albumine  
Ca2+: calcium  
CaCl2 : chlorure de Calcium 
CaV : canal calcique voltage-dépendant  
C-C : C-fibers Cold sensitive 
CCI : Chronique Constriction Injury (ligature 
du nerf sciatique) 
CGRP : Calcitonin gene related peptide 
C-H : C-fibers Heat sensitive 
CHO : Chinese Hamster Ovary 
C-HTM : C-fibers High Threshold 
Mechanoreceptors 
C-MC : C-fiber Mechano-Cold sensitive 
C-MH : C-fiber Mechano-Heat sensitive 
C-MHC : C-fiber Mechano-Heat and Cold 
sensitive 
COP1 : COat Protein 1 
COS : Cercopithecus aethiops, Origin-
defective SV-40 
DAG : Diacylglycérol 
DEG/ENac : Degerin/ Epithelial Na+ Channel 
DRG : Ganglion de la Racine Dorsale  
EGTA : Ethylene Glycol Tetraacetic Acid 
GABA : Gamma Amino Butyric Acid 
GDNF : Glial cell-Derived Neurotrophic Factor 
GIRK : G-protein activated Inwardly 
Rectifying K+ channel 
GsMTx4 : Grammostola spatulata 
MechanoToxin 4 
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I DOULEUR : GÉNÉRALITÉS ET PHYSIOLOGIE 
A. Généralités 
1. La douleur, un problème de santé publique 
La douleur est une expérience universelle définie par l’« International Association for the 
Study of Pain » (IASP) comme « une expérience sensorielle et émotionnelle désagréable en 
relation avec une lésion tissulaire réelle ou potentielle, ou décrite en termes d’une telle lésion ». 
La douleur est une sensation qui repose avant tout sur le ressenti et l’expérience personnelle de 
l’individu ce qui la rend difficile à qualifier et à quantifier. Elle en est d’autant plus complexe à 
étudier. La douleur, et particulièrement la douleur chronique, est une condition qui concerne 
environ deux tiers des consultations médicales chez le médecin généraliste et elle est un lourd 
fardeau économique (DRESS, 2008). Une étude réalisée dans le cadre de la Loi de Santé Publique 
2004, (Serrie and Queneau, 2005) a montré que 57% des Français avaient été personnellement 
concernés par la douleur dans les deux années antérieures  et que 28% étaient toujours en 
souffrance au moment de l’étude. Environ 20% de la population européenne souffre de douleurs 
chroniques, qui perdurent au moins 6 mois, et au sein de la population française ce pourcentage 
est d’environ 15% (Breivik et al., 2006). L’étude « National Health and Wellness Survey (NHWS) » 
rapporte que 17% des Français ont souffert de douleurs au cours du mois précédant, soit environ 
8,6 millions de personnes (Mick et al., 2013). Parmi ceux-ci, 54% ont souffert de douleurs 
quotidiennes. Cette étude montre que les femmes et les personnes âgées, ainsi que les groupes 
socio-économiques les plus faibles sont plus particulièrement affectés. La majorité des douleurs 
sont des troubles musculo-squelettiques, principalement au niveau du rachis, et des troubles 
articulaires.  
2. Historique 
La douleur n’a pas eu la même signification à toutes les époques et dans toutes les 
civilisations. Le sens du mot douleur a reflété l’esprit contemporain de l’époque et a donc évolué 
au cours de l’histoire.   
Dans les cultures archaïques, la douleur causée par une maladie, c’est-à-dire non associée à une 
blessure visible, était difficile à comprendre. Elle était mystifiée et on l’expliquait par la magie et 
par la présence d’un mauvais esprit dans le corps. Les Égyptiens considéraient l’expérience de la 
douleur comme l’acte d’un dieu ou d’un esprit affectant le cœur. En Grèce, Aristote (384-322  av. 
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J.C.) considérait le cœur comme le siège de la perception sensorielle, de l’âme et de toutes les 
fonctions fondamentales vitales et il associait la douleur à une émotion. Au cours de l’Antiquité un 
important concept a émergé, la théorie des humeurs, qui a perduré jusqu’au 19e siècle. Décrit par 
des philosophes grecques vers 400 av. J.C., ce concept a été repris par Hippocrate de Cos (460-
360) qui a défini les humeurs comme étant : le sang, la phlegme, la bile jaune et la bile noire. 
Chacune de ces humeurs correspondaient à l’un des quatre éléments et déterminaient les quatre 
tempéraments fondamentaux. Selon cette théorie, un déséquilibre des humeurs étaient la source 
des pathologies physiques et psychiques et donc la cause de la douleur (Sabatowski et al., 2004). 
Au cours du Moyen-âge, la progression de la Chrétienté a donné à la douleur un nouveau sens. 
Elle était expliquée comme quelque chose de spirituel, qui rapprochait de Dieu et que l’on 
soulageait par la prière et la méditation. La douleur est devenue un moyen de développement 
spirituel et était acceptée comme le lot de l’Humanité. Ce concept de douleur associée à un état 
mental a perduré longtemps et s’est d’autant plus développé avec l’apparition des théories 
freudiennes. Elles ont permis de soutenir la dimension psychologique sur la perception de la 
douleur et sur le comportement (Sabatowski et al., 2004). 
À l’opposé des visions holistiques et philosophiques de la douleur, une approche 
mécanistique s’est développée, présentant le corps humain comme une machine et la maladie et 
la douleur comme des dysfonctionnements. Les prémices de cette vision se retrouvent durant 
l’Antiquité avec le médecin grec Claude Galien (130-201) puis plus tard, pendant le Moyen-âge 
avec le philosophe et médecin persan Avicenne (980-1037). Ces deux médecins ont conduit les 
premières études anatomiques et ont posé les premières bases de la douleur comme sensation 
physique plutôt que mentale. Galien a établi l’importance du système nerveux central. Il a 
reconnu le cerveau comme l’organe responsable de la sensibilité, au centre du système nerveux 
et connecté aux nerfs périphériques. Il a placé la douleur dans la sphère des sensations et a 
reconnu qu’elle était un signal d’alarme d’un changement important (interne ou externe) du 
corps humain (Sabatowski et al., 2004). Avicenne a été le premier à postuler que, dans la maladie, 
la douleur pouvait être dissociée de la perception du toucher et de la température, qu’elle était 
une sensation indépendante (Rey, 2000).  
En 1664, René Descartes (1596-1650) va présenter la première théorie logique et mécanistique 
sur la physiologie sensorielle grâce à des études anatomiques directes. Dans sa 6ème méditation 
métaphysique, il décrit la perception douloureuse comme un message passant par les nerfs et qui 
remonte par la moelle épinière jusqu’au cerveau où se reproduit une « image » du stimulus à 
l’esprit et lui fait ressentir la douleur (Figure 1). Cette théorie sera l’un des fondements des 
recherches menées pendant le 18e et le 19e siècle. 
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Magendie en 1822 démontre que la racine dorsale a une fonction sensorielle. En 1840, 
Joannes Müller avance l’idée, toujours d’actualité, de la spécificité des nerfs (Müller, 1840; Perl, 
2007). Selon lui, la qualité des sensations ne dépend pas du stimulus mais de l’organe sensoriel et 
de la voie qui est stimulé. Les études de la fin du 18e et du 19e siècle ont permis de développer le 
concept de voies spécifiques et de récepteurs spécifiques à la douleur qui a donné lieu par la suite 
à différentes théories sur les relations entre les stimuli et la signalisation des afférences primaires. 
Moritz Schiff proposa en 1858 la « Théorie de la Spécificité » (Figure 2A) selon laquelle 
douleur et sensation de toucher sont des modalités sensorielles différentes avec leur propre 
système nerveux périphérique et central. Cette théorie a été supportée par Blix, et von Frey (Perl, 
2007). Wilhelm Herb, en 1874, énonce la « Théorie de l’Intensité » (Figure 2B). Selon lui, les 
décharges nerveuses produites par la douleur résultent d’une stimulation intense d’un récepteur 
non-spécifique, et donc chaque stimulus peut évoquer de la douleur s’il atteint une intensité 
suffisante. Alfred Goldsheider, en 1884, présente  la « Théorie de la Sommation » qui énonce que 
l’activation nerveuse douloureuse est produite par la sommation d’informations sensorielles 
reçues par la peau et transmises vers la corne dorsale (Perl, 2007). Il montre que la peau a plus 
d’un seul type de sensibilité et qu’elle contient un certain nombre d’organes sensoriels différents. 
Il définit trois types d’activités sensorielles sur la peau (pression, chaud et froid) (Perl, 2007). En 
1903, Charles Sherrington a proposé l’existence dans la peau de terminaisons nerveuses 
spécifiques pour détecter les stimuli nocifs (Sherrington, 1903). Sherrington définit un stimulus 
nocif comme un stimulus ayant une intensité suffisante pour déclencher un mouvement réflexe 
de retrait, une réponse automatique et de la douleur, le tout constituant une réaction 
Figure 1 : L’Homme de Descartes. Représentation de la perception 
douloureuse par Descartes. 
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nociceptive. Il a également défini l’ensemble du système neuronal responsable de la détection de 
stimuli nocifs comme des nerfs nociceptifs et les nocicepteurs.  
Mais la douleur est une interaction complexe entre les systèmes nerveux central et 
périphérique. La première théorie qui associa à la fois l’aspect mécanistique et l’aspect 
psychologique de la douleur fut celle introduite par Ronald Melzack et Patrick Wall en 1965, la 
« Théorie de la Porte » (ou gate control) (Melzack and Wall, 1965). D’après Melzack et Wall, la 
couche superficielle, substance gélatineuse (SG), de la moelle épinière a pour rôle de moduler la 
transmission synaptique de l’influx nerveux venant de la périphérie vers le système nerveux 
central, formant une porte d’accès au message nociceptif (Figure 2D). La « porte » serait modulée 
par des voies nerveuses descendantes influencées par les émotions, l’attention et la mémoire qui 
seraient ainsi capables de contrôler l’information sensorielle. La théorie de la porte est à ce jour la 
théorie la plus pertinente alliant les aspects physiques et psychologiques de la douleur. 
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Figure 2 : Les différentes théories de la douleur. Diagrammes décrivant les théories classiques à 
propos des relations entre les stimuli et les fibres afférentes primaires dans les différentes théories 
de la douleur. a.Théorie de la spécificité : les nocicepteurs, organes sensoriels spécialisés, ont des 
seuils d’activation proche des seuils de douleur et dont l’activité augmente avec l’intensité du 
stimulus nocif. Ces fibres spécialisées forment des connections sélectives avec des neurones de 
projection spécifiques de la moelle épinière et du tronc cérébral. b.Théorie de l’intensité : les 
organes sensoriels périphériques ne se différencient pas en fonction de leur seuil d’activation (haut 
seuil ou bas seuil). Cette théorie propose que les fibres périphériques transduisent les stimuli non 
douloureux en générant un certain niveau d’activité alors que les stimuli nocifs induisent un plus 
grand niveau d’activité. Ces fibres dont l’activité est codée par l’intensité du stimulus, activent 
ensuite des neurones WDR (cf Introduction partie 2). La faible activation des projections WDR 
correspond à un stimulus non douloureux ; une forte activation indique un évènement douloureux. 
c.Théorie du pattern : cette théorie propose que les organes sensoriels somatiques ont une large 
gamme de réponse. Les neurones afférents répondent individuellement aux stimuli avec 
différentes relations à l’intensité. Le mode et le lieu de l’activation sont définis par le pattern 
d’activité des populations de fibres d’une certaine région du corps. Les neurones de moelle codent 
la nature et la localisation de la stimulation en fonction du pattern d’activation et de la distribution 
des fibres afférentes. d.Théorie du Gate Control : d’après cette théorie, les fibres afférentes 
primaires ont une large gamme de seuils d’activation et il n’existe pas de nocicepteurs spécifiques 
ni de voies centrales spécialisées. Les fibres A, de large diamètre, s’adaptent plus rapidement à une 
stimulation prolongée que les fibres de petit diamètre (fibres C). Une « porte » présynaptique dans 
la substance gélatineuse de la corne dorsale de la moelle (SG), entre les fibres afférentes primaires 
et les neurones de projection, est contrôlée par la balance d’activité entre les fibres A et C. Un 
contrôle descendant, issu du SNC, serait responsable de la modulation de la porte. DRG, Dorsal 
Root Ganglion (ganglion spinal) ; T, neurones de transmission. (D’après Perl et al. 2007). 
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B. Anatomie de la douleur 
Les nocicepteurs répondent sélectivement aux stimuli grâce à une spécialisation 
morphologique et moléculaire. L’information sensorielle est ensuite acheminée vers les centres 
supra-spinaux pour y être intégré comme message douloureux en faisant relai dans la moelle 
épinière. 
1. Périphérie 
Le signal nociceptif prend naissance au niveau des nocicepteurs situés à l’extrémité des 
fibres nerveuses nociceptives situés dans la peau, les viscères, les articulations et les muscles. Les 
nocicepteurs sont les premiers récepteurs du système somatosensoriel. La morphologie de ces 
terminaisons sensorielles est hautement conservée chez l’animal, du rongeur à l’homme, la 
majorité des propriétés électrophysiologiques étant comparables entre le rat, le chat, le primate 
et l’homme (Andrew and Greenspan, 1999). Ils sont essentiels pour la transduction de stimuli 
mécaniques, thermiques ou chimiques de forte intensité en signaux électriques, pour le codage 
des signaux électriques en potentiel d’action et la phase initiale de la transmission de ces signaux 
vers le système nerveux central (Figure 3). Les corps cellulaires des neurones nociceptifs se 
trouvent dans les ganglions rachidiens pour l’innervation du corps et des viscères et dans les 
ganglions trijumeaux pour l’innervation du crâne et de la face. Les neurones des ganglions 
rachidiens sont des cellules de type pseudo-unipolaires. Ils présentent une branche axonale qui 
est divisée en deux collatérales, l’une se projetant en périphérie et l’autre vers le système nerveux 
central. La branche centrale entre dans la corne dorsale de la moelle épinière où elle forme la 
première synapse des voies somatosensorielles sur des neurones de second ordre. 
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a. Classification fibres afférentes 
Les fibres sensorielles sont classifiées selon différents critères, morphologiques (diamètre, 
myélinisées ou pas), fonctionnels (vitesse de conduction, seuil d’activation) ou en se basant sur 
l’expression de marqueurs moléculaires. Il existe deux classifications principales des fibres 
afférentes. L’une, celle de Erlanger et Gasser (Gasser, 1941) prend en compte à la fois les fibres 
afférentes et efférentes et utilise les lettres A, B et C tandis que celle de Lloyd et Hunt (Kandel and 
Schwartz, 2013), qui ne se réfère qu’aux fibres afférentes, utilise les nombres I, II, III et IV. Il 
n’existe pas de correspondance exacte entre ces deux classifications et il est donc difficile de les 
regrouper. Classiquement, c’est la classification d’Erlanger et Gasser qui est utilisée. La 
classification de Lloyd et Hunt est encore utilisée pour décrire les fibres sensorielles qui innervent 
les muscles. 
Les fibres A sont de plus gros diamètre et myélinisées et, en conséquence, présentent la 
vitesse de conduction la plus grande. Elles sont subdivisées en quatre groupes : α, β, δ et γ. Les 
fibres de type Aα innervent les muscles squelettiques. Les fibres Aβ possèdent une importante 
gaine de myéline (entre 6 et 12µm de diamètre) et conduisent très rapidement l’influx nerveux 
(30 à 70 m.s-1). Elles sont responsables des sensations tactiles, ou proprioceptives pour les fibres 
Figure 3 : Canaux ioniques et nociception. Les stimuli thermiques, chimiques et mécaniques 
sont détectés par différents canaux ioniques exprimés dans les nocicepteurs comme les 
canaux TRP, les canaux TREK ou encore les canaux ASIC. Ces canaux sont les senseurs 
primaires qui confèrent une sensibilité thermique, mécanique ou chimique aux nocicepteurs. 
Il existe deux types de fibres nerveuses nociceptives, les Aδ et les C. Le corps cellulaire des 
nocicepteurs se trouvent dans les ganglions sensoriels. Le message nerveux est envoyé vers le 
cortex où il est intégré comme message douloureux. TREK, TWIK RElated K
+
 channels; TRP, 































Type de fibre Diamètre (µm) Myéline Vitesse de conduction (m.s-1) Fonction
Aα 12-20 Oui 80-120
Sensibilité proprioceptive 
inconsciente
Aβ 6-12 Oui 30-70
Sensibilité tactile    
Sensibilité proprioceptive 
consciente (positions)









nocives) Sensibilité au 
prurit Sensibilité toucher 
plaisant
provenant des fuseaux neuromusculaires et des organes tendineux de Golgi. Elles transmettent 
l’information de récepteurs tactiles cutanés : les corpuscules de Meissner et de Pacini et des 
follicules pileux. Les fibres Aγ sont purement motrices, ce sont des motoneurones de la corne 
ventrale de la moelle épinière et permettent la contraction des muscles squelettiques. Les fibres 
de type Aδ sont plus faiblement myélinisées et de plus petit diamètre (1-5µm). Elles conduisent 
l’influx nerveux à une vitesse moyenne, entre 2 et 30 m.s-1. Elles permettent la perception de la 
pression et de la température au niveau cutané et sont également impliquées dans la nociception 
mécanique et thermique, froid notamment.   
Les fibres de type B sont elles aussi des fibres faiblement myélinisées dont le diamètre est 
compris entre 1 et 3µm. Contrairement aux fibres A et C, ces fibres sont exclusivement efférentes 
et appartiennent au système nerveux autonome dont elles constituent les fibres pré 
ganglionnaires. 
Les fibres de type C sont les plus nombreuses. Elles représentent environ 80% des 
afférences cutanées et la quasi-totalité des afférences viscérales. Ce sont des fibres non 
myélinisées, dont le diamètre est compris entre 0,3 et 1,5µm et qui conduisent l’influx nerveux 
lentement, entre 0,4 et 2m.s-1. La grande majorité d’entre elles sont des fibres nociceptives mais 
environ 20% sont des fibres sympathiques post ganglionnaires du système nerveux autonome. 
(Guirimand and Le Bars, 1996; Julius and Basbaum, 2001; Kandel and Schwartz, 2013) 
On peut aussi classer les fibres afférentes en fonction de leur sensibilité à différents 
stimuli. On distingue les mécanorécepteurs, les thermorécepteurs et les chémorécepteurs. Les 
nocicepteurs présentent la particularité d’être, pour leur grande majorité, des récepteurs 
polymodaux capables de détecter différents types de stimuli. 
Tableau 1 : Caractéristiques des différentes fibres afférentes primaires. D’après Guirimand and le Bars, 
1996, Julius and Basbaum, 2001 ; Kandel and Schwartz, 2013. 
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Les mécanorécepteurs sont distribués partout dans la peau, les tendons, les muscles, les 
articulations et les viscères. Il existe deux types de mécanorécepteurs, les propriocepteurs et les 
mécanorécepteurs cutanés. Les propriocepteurs sont sensibles à la position des articulations, aux 
tensions des tendons et ligaments et à la contraction musculaire. Nous ne traiterons pas des 
propriocepteurs et nous nous intéresserons plus particulièrement aux mécanorécepteurs 
cutanés. 
Grâce à une grande diversité des structures sensorielles, les mécanorécepteurs cutanés 
sont capables de détecter une large gamme de stimuli mécaniques allant du toucher et des 
vibrations à la pression douloureuse (Figure 4). On distingue deux types de fibres afférentes 
sensibles à la pression mécanique : les fibres à bas seuil de sensibilité (Low Threshold 
Mechanoreceptors, LTMs) qui sont sensibles à de faibles pressions (de l’ordre du toucher) et les 
fibres à haut seuil de sensibilité ou HTMs (High Threshold Mechanoreceptors) qui sont impliquées 
dans la détection de pressions douloureuses. 
Il existe quatre types de LTMs dans la peau glabre qui détectent chacune un type de 
stimulus mécanique : les corpuscules de Pacini, corpuscule de Meissner et corpuscule de Ruffini 
et les disques de Merkel (Figure 4). Les disques de Merkel et les corpuscules de Meissner sont 
localisés près de la surface de la peau, à l’interface du derme et de l’épiderme, et présentent un 
champ récepteur petit et localisé qui va leur permettre de détecter des textures et des formes. A 
l’inverse, le champ récepteur des corpuscules de Pacini et de Ruffini, qui se situent plus profond 
dans le derme, sont plus étendus et ils peuvent être sensibles à des vibrations ou à une 
déformation de la peau (Delmas et al., 2011; McGlone and Reilly, 2010). On peut classer les LTMs 
grâce à leurs propriétés électrophysiologiques en deux classes. Les corpuscules de Meissner et de 
Pacini sont des LTMs dits à adaptation rapide (RA-LTMs) c’est-à-dire qu’ils déchargent des 
potentiels d’action phasiques au début et à la fin du contact, en restant généralement silencieux 
pendant le stimulus. Les disques de Merkel et les corpuscules de Ruffini sont des LTMs à 
adaptation lente (SA-LTMs) qui vont décharger tout au long de la stimulation, décharge tonique. 
Dans la peau poilue, on retrouve d’autres types de LTMs, les récepteurs des follicules pileux, qui 
détectent le toucher (Iggo and Andres, 1982). Ils sont à adaptation rapide et sont divisés en deux 
types : le follicule de type D qui est associé à des fibres Aδ et le follicule G, associé à des fibres  Aβ 
(Brown and Iggo, 1967). En plus de ces LTMs associés à des structures complexes, il a également 
été décrit des afférences libres de type C-LTMs qui seraient responsables de la détection de 
stimulations légères et plaisantes comme la caresse (Iggo and Kornhuber, 1977; Löken et al., 
2009).   
Les récepteurs de type HTM sont quant à eux sensibles à des pressions douloureuses. Ce 
sont des terminaisons libres de type Aδ et C qui ne sont pas associées à des structures auxiliaires. 
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Figure 4 : Les différents mécanorécepteurs cutanés. A.Organisation des mécanorécepteurs 
responsables de la sensibilité tactile dans la peau. Coupe schématique de la peau glabre montrant les 
principaux récepteurs du toucher. D’après Kandel and Schwartz, 2013. B. Tableau récapitulatif des 
caractéristiques des mécanorécepteurs retrouvés dans la peau glabre. RA, (rapidly adapting) 
adaptation rapide ; LT, (low threshold) bas seuil ; SA (slowly adapting) adaptation lente ; HT (high-
threshold) haut seuil. D’après Delmas et al., 2011. 
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La perception thermique est l’une des modalités sensorielles de la peau. D’infimes 
variations de températures peuvent être perçues par la peau. Elle permet la thermorégulation de 
l’organisme, la détection de stimuli thermiques qui pourraient potentiellement être nocifs et 
contribue à l’identification d’objets au travers du toucher (Schepers and Ringkamp, 2009). Les 
stimuli thermiques peuvent produire différentes sensations. Ces sensations résultent des 
différences perçues entre la température externe de l’air ou des objets en contact avec le corps et 
la température normale de la peau soit environ 32°C (Kandel and Schwartz, 2013). La thermo 
sensation cutanée est médiée par une variété de fibres nerveuses afférentes. On en distingue six 
types différents : les récepteurs au froid à haut et bas seuil de sensibilité, les récepteurs au chaud 
modéré (tiède) et deux classes de récepteurs au chaud nocif.  
 Récepteurs au froid 
Différentes études ont montré que 10 à 15 % de neurones de ganglions spinaux ou 
trijumeaux répondent à des températures entre 35 et 5°C (Babes et al., 2004; Madrid et al., 2009; 
Reid and Flonta, 2001; Suto and Gotoh, 1999). Deux groupes distincts de neurones sont sensibles 
au froid : les neurones sensibles au froid modéré (Low-threshold Cold Receptors, LCRs) et les 
neurones sensibles au froid plus extrême, nocif, les High-threshold Cold Receptors (HTCs) (Babes 
et al., 2004; Madrid et al., 2009).   
Les fibres afférentes sensibles au froid de type LCR ont été identifiées par des études 
d’électrophysiologie in vitro dans différentes espèces (Darian-Smith et al., 1973; Dubner et al., 
1975; Kenshalo and Duclaux, 1977). La vitesse de conduction de ces fibres varient entre 9 et 
15m.s-1 ce qui suggère que ce sont des fibres faiblement myélinisées de type Aδ. Ce sont des 
fibres afférentes libres qui projettent directement dans l’épiderme (Dhaka et al., 2008). Leur pic 
d’activité se situe entre 20°C et 30°C mais elles sont capable de détecter une large gamme de 
température (entre 17°C et 40°C) (Schepers and Ringkamp, 2009). Elles présentent souvent une 
activité spontanée modérée à la température normale de la peau (environs 32°C). Lors d’un 
refroidissement, correspondant à un changement négatif de la température, elles présentent une 
forte activité qui se stabilise en plateau en même temps que la température. Leur activité est 
inhibée lorsque la température augmente. Ces fibres sont insensibles aux stimuli mécaniques. On 
a pu identifier chez l’Homme des fibres présentant les mêmes caractéristiques (Campero et al., 
2001).  
Les fibres de type HCR sont sensibles à des températures inférieures à 27°C. Elles ne sont pas 
sensibles aux stimuli mécaniques ou au chaud. Leur vitesse de conduction lente nous permettent 
de dire que ce sont des fibres de type Aδ et C (LaMotte and Thalhammer, 1982). Contrairement 
aux LCRs, elles n’ont pas d’activité spontanée à la température normale de la peau. Elles 
s’adaptent rapidement et ne répondent plus à des températures stables entre 20 et 30°C soit les 
températures où les fibres LCRs ont une activité maximale et maintenue (Schepers and Ringkamp, 
2009).  
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Les fibres C mécanosensibles à bas seuil (C LTM) sont activées par un refroidissement 
rapide de la peau (Li et al., 2011). Ces fibres ne sont activées que par un refroidissement de la 
peau plus rapide que 2°C.s-1. Leur réponse est transitoire et se désensibilisent rapidement car 
elles ne sont pas activées par des températures stables. Ces fibres sont insensibles aux 
températures élevées et répondent fortement au toucher léger. L’intensité de leur réponse au 
froid est nettement inférieure à celle induite par une stimulation mécanique. Il est donc peu 
probable que ces fibres participent à la perception du froid (Li et al., 2011). 
 Récepteurs au chaud 
Les fibres sensibles au chaud, tout comme celles activées par le froid, présentent un 
champ récepteur restreint et sont insensibles aux stimuli mécaniques. Ce sont des fibres de type 
C, qui conduisent l’influx nerveux à 1m.s-1 en moyenne (Darian-Smith et al., 1979; LaMotte and 
Campbell, 1978). Il a d’ailleurs été montré que si l’on bloque les fibres C on abolit la perception du 
chaud modéré (Mackenzie et al., 1975). Ces fibres présentent une activité spontanée à la 
température de la peau qui disparaît lors d’un refroidissement. Ces fibres répondent fortement à 
une augmentation dynamique de la température et, comme les fibres sensibles au froid, vont 
présenter une forte activité au début du stimulus puis rapidement s’adapter et se stabiliser en 
même temps que la température (Duclaux and Kenshalo, 1980).Leur activité est maximale entre 
40 et 43°C et diminue autour de 50°C (Darian-Smith et al., 1979; Duclaux and Kenshalo, 1980; 
LaMotte and Campbell, 1978).  
 
d. Nocicepteurs 
Les fibres nociceptives ont un haut seuil d’activation et sont sensibles à différents stimuli, 
thermique, mécanique et/ou chimique de forte intensité. On distingue des fibres de type Aδ, 
faiblement myélinisées et de conduction rapide de l’influx nerveux, et des fibres de type C, non 
myélinisées et dont la vitesse de conduction est plutôt lente. Cela signifie que les signaux conduits 
par des fibres Aδ arrivent à la moelle épinière avant les messages portés par les fibres C. Lors 
d’une douleur, on ressent deux phases distinctes : la première est rapide, courte et bien localisée 
et elle est suivie d’une douleur plus profonde et plus étendue. De par leurs propriétés 
électrophysiologiques, les fibres Aδ seraient responsables de la douleur immédiate et les fibres C 
de la douleur plus lente et plus étendue.  
 Les fibres Aδ nociceptives 
Ces fibres sont distinguées en fonction de leur sensibilité aux stimuli mécaniques et 
thermiques. La majorité des fibres nociceptives Aδ sont des fibres polymodales A-MH (A-fiber 
Mecano-Heat sensitive), c’est-à-dire activées à la fois par le chaud et par la pression mécanique. 
Elles représentent 86% des nocicepteurs de type A (Djouhri and Lawson, 2004). Les fibres A-MH 
de type I répondent préférentiellement à une stimulation mécanique et présentent un seuil de 
sensibilité thermique très élevé (>53°C). Les fibres A-MH de type II sont plus sensibles aux 
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augmentations de température avec un seuil thermique avoisinant 47°C (Treede et al., 1995). Les 
fibres A-MH de type II ne sont pas présentes dans la peau glabre ce qui expliquerait l’absence de 
douleur thermique rapide lors d’une stimulation douloureuse d’intensité modérée (<~53°C) sur ce 
type de peau. Les fibres A-MH sont des fibres de type Aδ même si certaines fibres ont une vitesse 
de conduction se rapprochant de celle de fibres de type Aβ et pourraient être considérées comme 
telles (Djouhri and Lawson, 2004).  
Une sous population de fibres Aδ mécanosensibles sont activées par le froid nocif, les 
fibres A-MC (A-fiber Mechano-Cold sensitive) dont le seuil de sensibilité au froid peut être 
inférieur à 0°C (Djouhri and Lawson, 2004; Simone and Kajander, 1996). 
 Les fibres C nociceptives 
La majorité des fibres C nociceptives sont polymodales, les fibres C-MH (C-fiber Mechano-
Heat sensitive). Ces fibres sont sensibles aux changements de température et à la pression 
mécanique.  L’étude par microneurographie de la répartition des fibres C chez l’Homme a montré 
que la majorité des fibres C sont des C-MH (45%) (Schmidt et al., 1995). Leur seuil d’activation au 
chaud se situe aux alentours de 40°C (Tillman et al., 1995).  
Certaines fibres C polymodales sont sensibles aux stimulations mécaniques et au 
refroidissement, les fibres de type C-MC (C-fiber Mechano-Cold sensitive), qui représentent 
environ 17% des fibres C cutanées (Noël et al., 2009), et des fibres également sensibles au chaud, 
les fibres C-MHC (C-fiber Mechano-Heat and Cold sensitive) également appelées nocicepteurs au 
froid multimodaux (Zimmermann et al., 2009) qui constituent 24% des fibres (Noël et al., 2009). 
Certaines fibres C sont sensibles uniquement au chaud (C-fibers Heat, C-H), ou uniquement au 
froid (C-fibers Cold, C-C) ou encore sont spécialisées dans la perception mécanique douloureuse, 
les C-HTM (High Threshold Mechanoreceptors) (Schmidt et al., 1995; Zimmermann et al., 2009). 
Certains nocicepteurs de type C sont également spécialisés dans la réponse aux agents chimique 
puritogènes endogènes comme l’histamine et la bradykinine. Ces fibres seraient responsables de 
la transmission des sensations de démangeaison (Schmelz et al., 1997).  
Enfin, des fibres C dites silencieuses sont également présentes dans la peau de différents 
mammifères, cobaye (Djouhri et al., 1998), singe (Meyer et al., 1991), homme (Schmidt et al., 
1995). Ces fibres présentent une vitesse de conduction similaire aux autres fibres C-MH mais ont 
un seuil d’excitabilité beaucoup plus élevé en conditions physiologiques. Le seuil de sensibilité est 
diminué par les molécules algogènes ou des conditions inflammatoires et les fibres sont alors très 
sensibles aux stimuli mécaniques (Schmidt et al., 1995). 
Deux sous populations différentes de fibres C sont reconnues par l’expression sélective de 
récepteurs membranaires (Julius and Basbaum, 2001).   
Environ 50% des nocicepteurs de type C, les fibres C peptidergiques, ainsi que ~20% des fibres Aδ, 
expriment deux neuropeptides : la substance P et le Peptide Relié au Gène Calcitonine (CGRP, 
Calcitonin-Gene Related Peptide). La SP et CGRP sont des neuromédiateurs largement colibérés. 
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40% des neurones des DRG expriment la SP et le CGRP (Djouhri and Lawson, 2004). Ces fibres 
expriment également le récepteur TrkA (Tropomyosin-related kinase A), un récepteur de type 
Tyrosine-Kinase au facteur de croissance nerveux (Nerve Growth Factor, NGF) (Basbaum et al., 
2009).  
Une seconde population de fibres C nociceptives, les fibres C nociceptives non peptidergiques, 
n’exprime ni les peptides CGRP et substance P ni TrkA mais présente une forte affinité pour 
l’isolectine B4 (IB4) (Gerke and Plenderleith, 2001). Aucun neurone sensoriel à bas seuil 
n’exprime de récepteur pour cette lectine.  
La sous-population de nocicepteurs IB4-positifs exprime le récepteur c-RET (Rearranged 
during Transfection) qui est le récepteur de la neurotrophine GDNF (Glial-Derived Neurotrophic 
Factor) et de différentes neurotrophines de la famille du GDNF (neurturine, artémine) (Basbaum 
et al., 2009). Les neurones IB4-positifs expriment également des récepteurs purinergiques comme 
P2X3.  
Les nocicepteurs se différentient par l’expression de différents types de canaux ioniques 
transducteur de stimuli nocifs qui vont leur conférer leurs différentes sensibilités. Nous 
étudieront plus précisément cet aspect dans la deuxième partie de l’introduction. 
2. Mécanismes spinaux de la nociception 
a. Projections centrales des nocicepteurs 
Selon leurs modalités sensorielles les fibres afférentes primaires se projettent dans des 
zones bien distinctes de la corne dorsale de la moelle épinière. La substance grises de la moelle 
épinière, qui couvre les cornes dorsale et ventrale, est organisée en XI lamina différentiées selon 
l’organisation topologique des neurones et leur fonction dans le traitement de l’information 
sensorielle (Dubner and Bennett, 1983; Rexed, 1952) (Figure 5). 
Les neurones de la couche la plus superficielle de la corne dorsale, la lamina I, répondent 
aux stimuli nociceptifs transmis par les fibres Aδ et C peptidergiques. Ces neurones de second 
ordre sont Nociceptive-Specific (NS). Dans la lamina I se situent également deux autres types de 
neurones de second ordre : des neurones qui reçoivent uniquement les afférences activées par le 
froid nocif (neurones thermosensibles) et une classe particulière de neurones qui répondent à la 
fois aux afférences mécanosensibles de type LTM ou HTM et donc à des signaux nocifs ou pas. Ces 
neurones sont appelés WDR pour Wide Dynamic-Range (Basbaum et al., 2009; Kandel and 
Schwartz, 2013). 
La lamina II, ou substance gélatineuse, contient de nombreux interneurones qui peuvent 
être excitateurs ou inhibiteurs. Certains d’entre eux répondent de façon sélective à des 
informations de type nociceptives tandis que d’autres ne répondent qu’à des stimuli non nocifs. 
Dans la partie la plus externe de la lamina II, on retrouve des projections de fibres C 
peptidergiques et de fibres Aδ, alors que dans la partie interne, ce sont principalement des 
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afférences de type C non peptidergiques qui viennent se projeter (Basbaum et al., 2009; Kandel 
and Schwartz, 2013). La partie la plus ventrale de la lamina II est caractérisée par la présence 
d’interneurones excitateurs qui expriment la Protéine Kinase C γ (PKCγ). Ces interneurones sont 
principalement le relai de fibres afférentes non nociceptives de type Aβ (Neumann et al., 2008). 
Les laminae III et IV contiennent des interneurones et des neurones de projection vers les 
centres supra spinaux. La majorité de ces neurones reçoivent des afférences de type Aβ 
impliquées dans le toucher. 
La lamina V contient des neurones de second ordre qui répondent à une large gamme de 
stimuli nocifs et projettent vers le tronc cérébral et le thalamus. Ces neurones sont de type WDR 
et reçoivent des projections directes des fibres Aβ et Aδ mais également de fibres C nociceptives 
car les dendrites de ces neurones projettent jusque dans la lamina II. Les neurones de la lamina V 
reçoivent également des projections de nocicepteurs viscéraux (Basbaum et al., 2009; Kandel and 
Schwartz, 2013).  
La lamina VI reçoit majoritairement les projections de fibres à gros diamètre qui innervent 
les muscles et les articulations. Les neurones de cette lamina sont activés par les mouvements 
articulaires non douloureux et ne contribuent pas à la transmission de l’information nociceptive.  
La lamina VII est la couche intermédiaire, les laminae VIII et IX forment la corne ventrale dans 
laquelle se trouvent les corps cellulaires des motoneurones dont les axones, les efférences 
motrices, vont sortir par la racine ventrale pour innerver les muscles squelettiques. Dans la corne 
ventrale, des projections de propriocepteurs de type Aα et Aβ peuvent établir un contact direct 
avec un motoneurone pour déclencher des réflexes myotatiques. Même s’ils sont 
majoritairement activés par des afférences non nocives, les neurones des laminae VII à X 
reçoivent également des afférences de nocicepteurs Aδ et C innervant muscle et viscères (Kandel 
and Schwartz, 2013). 
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b. Modulation spinale de la nociception 
Les neurones nocicepteurs qui activent des neurones de second ordre dans la corne 
dorsale libèrent principalement deux classes de neurotransmetteurs : le glutamate et des 
neuropeptides comme la substance P et le CGRP. Ils sont responsables respectivement de la 
transmission synaptique rapide et lente (Dubin and Patapoutian, 2010). Le glutamate est le 
neurotransmetteur principal des neurones sensoriels primaires, quel que soit leur type de 
sensibilité, et les neuropeptides sont libérés comme des co-neuromédiateurs par de nombreux 
nocicepteurs non myélinisés. Ces deux types de neurotransmetteurs sont stockés dans des 
vésicules différentes ce qui permet leur libération dans des conditions physiologiques différentes 
(Kandel and Schwartz, 2013). La substance P est libérée par les terminaisons centrales des 
nocicepteurs en cas de stimulation intense des nerfs périphériques et son interaction avec les 
récepteurs aux neurokinines dans les neurones de la corne dorsale peut prolonger la 














Figure 5 : Connection entre les fibres afférentes primaires et la moelle épinière. Il y a une 
organisation très précise en laminae dans la corne dorsale de la moelle épinière. Des sous-
populations de fibres afférentes primaires ciblent des neurones dans ces différentes 
laminae. Les fibres non myélinisées de type C peptidergiques (rouge) et les nocicepteurs 
myélinisés Aδ (violet) font synapse dans les couches les plus superficielles avec les 
neurones de projection de gros diamètre (rouge) de la lamina I et des interneurones (bleu) 
de la lamina II externe. Les nocicepteurs non myélinisés et non peptidergiques (vert) 
projettent sur des interneurones dans la lamina II interne (vert). À l’inverse, les stimuli non 
nocifs sont transmis par les fibres myélinisées Aβ (orange) qui projettent sur des 
interneurones exprimant PKCγ dans la partie ventrale de la lamina II. Une seconde 
population de neurones de projection, située dans la lamina V (violet), reçoit les 
projections de fibres de type Aβ et Aδ. D’après Basbaum et al., 2009. 
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Cela signifie que malgré des actions physiologiques différentes, les neuropeptides et le 
glutamate peuvent réguler de façon coordonnée l’excitabilité des neurones de la corne dorsale 
(Kandel and Schwartz, 2013).   
Les neurones de second ordre de la corne dorsale sont également impliqués dans un phénomène 
de sensibilisation par stimulation répétées qu’on appelle Wind-up, qui implique une activation 
maintenue des neurones par la mise en place d’une potentialisation à long terme ou LTP (Long-
Term Potentiation), ce qui va exacerber la douleur ressentie (Dubin and Patapoutian, 2010)  
 Enfin, l’activité des neurones de la corne dorsale peut également être modulée au niveau spinal 
par des afférences de centres supra-spinaux ou périphériques. C’est ce qu’on appelle la théorie 
du Gate Control (Melzack and Wall, 1965), qui propose que les neurones de la corne dorsale sont 
sous la dépendance d’influences excitatrices mais aussi d’influences inhibitrices. Les premières 
sont essentiellement périphériques mais les secondes sont à la fois périphériques et supra-
spinales. D’après cette théorie les neurones recevant les projections des fibres tactiles et 
nociceptives, les WDR, peuvent être inhibés par des interneurones inhibiteurs GABAergiques. Cela 
explique par exemple que la sensation de douleur s’estompe lorsque la zone blessée est stimulée 
par un stimulus non douloureux comme une caresse ou un frottement (Guirimand and Le Bars, 
1996; Kandel and Schwartz, 2013). 
Les neurones de la corne dorsale sont donc le relai de l’information sensorielle mais ils 
sont aussi capables d’être modulés positivement ou négativement par différents processus, ce qui 
fait de la moelle un lieu important de la modulation du message douloureux. 
 
3. Voies ascendantes et traitement supra-spinal de la 
nociception 
Les projections vers des neurones de second ordre dans les laminae I et V constituent la 
majeure partie de l’influx nociceptif dans la moelle épinière. Ces neurones sont à l’origine de 
plusieurs voies ascendantes vers les centres supra-spinaux qui intègrent le message douloureux. 
Les neurones de la corne dorsale projettent principalement vers trois sites : le thalamus, la 
formation réticulée et le mésencéphale (Guirimand and Le Bars, 1996), formant ainsi les faisceaux 
spinothalamique, spinoréticulaire et spinomésencéphalique (Figure 6). 
Le faisceau spinothalamique et la voie nociceptive ascendante dominante dans la moelle 
épinière. Il inclut des axones de neurones NS thermosensibles et WDR des laminae I et V de la 
corne dorsale. Ces axones forment un décussation au niveau de leur segment d’origine et 
remontent par la substance blanche du quadrant antérolatéral avant de projeter dans les noyaux 
du thalamus. Un troisième neurone relai projette dans le cortex somesthésique. Cette voie 
intervient dans la composante sensori-discriminative de la douleur. 
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Le faisceau spinoréticulaire contient les axones de neurones des laminae VII et VIII. Ces 
axones circulent eux aussi dans le quadrant antérolatéral pour se projeter d’une part vers la 
formation réticulée, dans le tronc cérébral, et vers le thalamus. Ce faisceau permet l’élaboration 
de réponses physiologiques, de réflexes, à la douleur.  
Le faisceau spinomésencéphalique, ou spinoparabrachial, contient les axones de neurones 
des laminae I et V, qui projettent dans le quadrant antérolatéral vers la substance grise 
périaqueducale et le noyau parabrachial du tronc cérébral. Un neurone de troisième ordre va 
ensuite activer les régions cérébrales du cortex limbique impliquées dans la gestion des émotions 
et la mémoire (cortex insulaire, amygdale…) ce qui va fournir la composante émotionnelle et 




Figure 6 : Voies ascendantes de la douleur. Trois des cinq voies ascendantes qui transmettent l’information 
nociceptive de la moelle épinière aux centres supra-spinaux : les faisceaux spinothalamique (composante sensori-
discriminative), spinoréticulaire (élaboration de réponses physiologiques) et spinomésencéphalique (composante 
émotionnelle et affective). D’après Kandel and Schwartz, 2013. 
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II TRANSDUCTION DU MESSAGE NOCICEPTIF : 
RÔLE DES CANAUX IONIQUES 
 
Les fonctions principales des nocicepteurs sont la perception et la transduction des stimuli 
nocifs  pour déclencher des potentiels d’action (PAs) qui se propagent le long de l’axone des fibres 
afférentes périphériques vers les synapses dans la corne dorsale de la moelle épinière.  
Dans cette partie de l’introduction, nous nous intéresserons uniquement aux canaux ioniques qui 
interviennent dans les processus de transduction et de transmission du message nociceptif. 
Certains canaux ioniques, les canaux chargés de la détection et du codage du stimulus sont 
appelés canaux transducteurs. D’autres canaux excitateurs dépolarisants sont activés par certains 
types de stimuli pour dépolariser la membrane plasmique et transformer ainsi la stimulation en 
message électrique. Ils sont donc à l’origine du message nerveux. Le potentiel ainsi généré, 
appelé potentiel récepteur, se propage ensuite dans le neurone jusqu’à une zone appelée zone 
gâchette. Cette région contient de nombreux canaux sensibles au voltage qui vont initier un 
potentiel d’action (PA) si la dépolarisation est assez importante.  
Les PAs se propagent ensuite sans atténuation jusqu’à la terminaison centrale du neurone 
nociceptif dans la corne dorsale de la moelle épinière. Les nocicepteurs y font synapse avec des 
neurones médullaires de second ordre. Les PA activent des canaux calciques sensibles au voltage 
(Cav) qui déclenchent la libération de neurotransmetteurs (Figure 7). 
L’excitation des nocicepteurs et l’activité électrique des fibres afférentes sont donc 
principalement gouvernées par l’expression de canaux ioniques qui définissent le potentiel de 
repos membranaire, le seuil d’initiation de PAs, la dépolarisation et l’hyperpolarisation de la 
membrane. Ce sont donc les canaux ioniques exprimés au niveau du nocicepteur périphérique qui 
déterminent la sensibilité de chaque fibre aux différents types de stimuli.  
  
INTRODUCTION 






Plusieurs études ont permis d’identifier différents des canaux ioniques importants pour la 
perception douloureuse, notamment les canaux de la famille TRP (Transient Receptor Potential), 
les canaux ASIC (Acid-Sensing Ion Channels), les canaux mécanosensibles Piezo et certains canaux 
sodiques voltage-dépendants (Nav). Nous allons introduire les principaux canaux transducteurs 
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Figure 7 : Les canaux ioniques clés dans les voies de la douleur. L’activation de canaux cationiques non 
sélectifs et de canaux sodiques voltage-dépendants dans les terminaisons libres des neurones de DRG en 
réponse à divers stimuli (1) déclenche la dépolarisation de la membrane et l’initiation de PAs dans les fibres 
afférentes. Les PAs, produits via l’activation de canaux sodiques et potassiques dépendants du voltage, se 
propagent le long de l’axone (2) vers la terminaison nerveuse située dans la moelle épinière (3). La 
dépolarisation induite dans les neurones de la corne dorsale active des canaux calciques voltage-dépendants 
ce qui permet la libération de neurotransmetteurs comme le glutamate et la SP. Les neurotransmetteurs 
activent ensuite des neurones qui projettent dans les centres nerveux supérieurs. Des exemples de canaux 
sodiques, potassiques, calciques et cationiques non sélectifs sont représentés en bas. HCN, 
hyperpolarization-activated cyclic nucleotide–gated channel; KV, voltage-gated potassium channel; K2P, two-
pore potassium channel; KCa, calcium-activated potassium channel; KNa, sodium-activated potassium channel; 
CaV, voltage-gated calcium channel. Modifié d’après Waxman et al., 2014. 
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A. Les canaux TRP 
 Les canaux Transient Receptor Potential (TRP) ont été identifiés chez la Drosophile 
(Montell and Rubin, 1989). Ils ont été nommés d’après le phénotype d’un mutant drosophile qui 
présentait une réponse transitoire à la lumière plutôt qu’une réponse soutenue. Les canaux TRP 
ont été identifiés chez les mammifères, par étude d’homologie de séquence. Ils ont été impliqués 
dans la vision, l’olfaction, le goût, la sensibilité mécanique et thermique et la régulation 
osmotique (Clapham, 2003).  
Chez les mammifères, on distingue vingt-huit canaux TRP répartis en six sous-familles : TRPC 
(Canonical), TRPV (Vanilloid), TRPM (Melastin), TRPP (Polycystin), TRPML (Mucolipin) et TRPA 
(Ankyrin) (Nilius et al., 2007) (Figure 8A). Malgré une faible homologie de séquence entre les 
différentes sous-familles, les canaux TRP présentent tous une topologie membranaire similaire 
(Figure 8B). Chaque sous-unité contient six segments transmembranaires (S1 à S6) et une boucle 
hydrophobe entre S5 et S6 qui constitue le domaine pore. Les régions N- et C-terminales sont 
intracellulaires et contiennent des sites de régulation par des protéines kinases, des protéines 
chaperonnes et d’échafaudage. Il faut quatre sous-unités assemblées en homo- ou hétéro-
tétramères pour former un canal fonctionnel (Liao et al., 2013; Ramsey et al., 2006; Schaefer, 
2005). Tous les TRP sont des canaux cationiques non sélectifs dépolarisants et excitateurs pour la 
cellule. Ils augmentent les concentrations de calcium et de sodium intracellulaires. Ils sont 
largement exprimés dans les tissus, on les retrouve dans différents types cellulaires comme les 
cellules musculaires lisses, épithéliales, les cellules du système immunitaire ainsi que dans les 
neurones. Six des vingt-huit membres de la famille des TRP sont exprimés dans les neurones 
sensoriels ou les kératinocytes, des cellules de peau qui sont les cibles des afférences 
périphériques sensorielles : TRPV1-4, TRPM8 et TRPA1 (Bourinet et al., 2014) et ont été impliqués 
dans la détection de stimuli nocifs (Figure 10). 
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1. TRPV1 (VR1) 
Le canal TRP vanilloïde de type 1 (TRPV1, aussi appelé VR1) a été le premier TRP identifié 
dans les neurones nociceptifs (Caterina et al., 1997) grâce à son activation par la capsaïcine, un 
composé vanilloïde irritant, substance active du piment. C’est aussi le premier canal TRP dont la 
structure tridimensionnelle a été élucidée (Liao et al., 2013). Décrit dans les neurones de petit et 
moyen diamètres des ganglions sensoriels (DRG et trijumeaux), il est exprimé dans les fibres 
nociceptives de type C et Aδ (Figure 9). Chez le rongeur, il est présent dans 30 à 50% des 
neurones sensoriels (Kobayashi et al., 2005; Tominaga et al., 1998) et chez l’Homme dans 70% 
des neurones de DRG cervicaux (Anand et al., 2006). Il est également exprimé dans d’autres 
neurones du système nerveux périphérique, et il a été identifié dans des afférences vagales et 
trigéminales qui expriment la SP, le CGRP, et les récepteurs TrkA. Le canal TRPV1 est aussi 
exprimé dans le système nerveux central, le tractus gastro-intestinal et les épithéliums de la peau 






Figure 8 : Les canaux TRP. A. Arbre phylogénétique des canaux TRP. Par homologie de séquence, les 
canaux TRP sont regroupés en six sous-familles : TRPC (Canonical), TRPV (Vanilloid), TRPM (Melastin), 
TRPP (Polycystin), TRPML (Mucolipin) et TRPA (Ankyrin). TRPC2 est présent chez la souris mais n’est 
qu’in pseudogène chez l’homme. TRPN1 n’est pas retrouvé chez les mammifères, seulement chez le 
poisson. D’après Nilius et al., 2011. B.Topologie des canaux TRP. Chaque sous-unité est composée de 
6 segments transmembranaires (S1 à S6) et d’une boucle hydrophobe entre S5 et S6 qui constitue le 
domaine pore. Les extrémités N- et C-terminales sont cytosoliques. Modifié d’après Julius et al. 2013. 
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TRPV1 est un canal activé par le chaud nocif (Q10 > 20)
1 dont le seuil de sensibilité avoisine 
les 43°C (Caterina et al., 1997), une température qui correspond aux seuils de douleur chez 
l’Homme et l’animal ainsi qu’au seuil d’activation des fibres afférentes nociceptives (Cesare and 
McNaughton, 1996; LaMotte and Campbell, 1978). Plusieurs observations ont pu montrer une 
relation directe entre l’expression de TRPV1 et la thermosensibilité des cellules. Une étude 
électrophysiologique utilisant des cellules HEK293 transfectées pour exprimer TRPV1 montre une 
forte corrélation entre la sensibilité à la capsaïcine et la sensibilité à la chaleur tant au niveau de 
l’intensité que de la cinétique de la réponse (Tominaga et al., 1998). Cela a également pu être 
observé sur des neurones sensoriels de petit diamètre (Kirschstein et al., 1997; Nagy and Rang, 
1999a). Il existe une désensibilisation croisée des réponses à ces deux stimuli, et les courants 
évoqués par la capsaïcine et la température sont diminués par des antagonistes de TRPV1 comme 
la capsazépine et le rouge de ruthénium (Kirschstein et al., 1999). De plus, ces deux réponses sont 
caractérisées par des courants à rectification sortante et une perméabilité relativement élevée 
aux ions calcium. Que ce soit dans des systèmes d’expression hétérologue ou dans des neurones 
sensoriels, l’augmentation de la température et la capsaïcine provoquent des courants unitaires 
en patch excisé, preuve que l’activation du canal par ces deux stimuli ne nécessite pas 
l’intervention d’un partenaire cytosolique (Tominaga et al., 1998). Néanmoins, une étude de 
neurones de DRG en patch excisé a montré une absence de superposition des réponses à ces 
deux stimuli ainsi qu’une insensibilité de certains courants activés par le chaud à l’antagoniste de 
TRPV1, la capsazépine (Nagy and Rang, 1999b). Cela suggère que TRPV1 n’est pas le seul canal 
impliqué dans la sensation du chaud. 
TRPV1 a été originellement décrit comme indépendant du potentiel de membrane 
(Caterina et al., 1997). Or certaines des propriétés du canal sont voltage-dépendantes 
(Gunthorpe et al., 2000; Vlachová et al., 2003; Voets et al., 2004). Le seuil d’activation de TRPV1 
en réponse à une augmentation de température est nettement abaissé lorsque la membrane est 
dépolarisée. La sensibilité thermique du canal est donc fortement dépendante du potentiel 
membranaire (Voets et al., 2004). 
TRPV1 est également modulé par le pH. Les protons extracellulaires induisent des 
réponses excitatrices à la fois transitoire et soutenue de neurones sensoriels en culture, la 
seconde étant responsable de la douleur persistante associée à une acidose tissulaire sévère 
(Bevan and Geppetti, 1994). Il a été montré qu’une diminution du pH augmente la réponse 
évoquée par la capsaïcine et que les protons extracellulaires potentialisent les courants activés 
par la chaleur. De plus, une réduction du pH diminue le seuil d’activation du canal puisqu’à un pH 
de 6,3, on peut observer des courants à 35°C, une température où le canal est normalement 
fermé (Caterina et al., 1997; Jordt et al., 2000; Tominaga et al., 1998). Cette activation par les 
                                                        
1
 Q10 : changement d'activité résultant d'une augmentation de température de 10°C. Plus cette valeur 
est élevée, plus la température influence l'ouverture du canal. 
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protons est observable en patch excisé, suggérant que les protons ont une action directe sur le 
canal (Tominaga et al., 1998). Il a aussi été montré que le canal TRPV1 était activé de façon 
directe par les lipides, en particulier les métabolites de lipides membranaires comme l’acide 
arachidonique, et par la pression ce qui lui permet d’être un senseur des changements 
osmotiques de la cellule (Tominaga et al., 1998). Certains médiateurs pro inflammatoires qui 
induisent une sensibilisation des nocicepteurs peuvent également moduler l’activité de TRPV1. La 
bradykinine et l’ATP extracellulaire potentialisent les réponses du canal via les récepteurs P2Y2 et 
B2, respectivement, dans les systèmes d’expression hétérologue et les neurones de DRG (Sugiura 
et al., 2002; Tominaga et al., 2001). Ces deux médiateurs abaissent le seuil d’activation de TRPV1 
jusqu’à 30°C et cette action PKC-dépendante puisque différents inhibiteurs de PKC bloquent à la 
fois la potentialisation et la sensibilisation du canal. Les prostaglandines (PGE2), la sérotonine, 
l’histamine et le NGF, d’autres médiateurs pro inflammatoires sont capables eux aussi de moduler 
l’activité de TRPV1 ainsi que son trafic à la membrane induisant une sensibilisation du canal et une 
hyperalgésie thermique (Kanai et al., 2007; Tominaga and Caterina, 2004; Zhang et al., 2005). 
Plusieurs études utilisant des souris invalidées pour le gène Trpv1 ont permis de confirmer 
ces observations in vivo (Caterina et al., 2000; Davis et al., 2000). Les souris TRPV1-/- présentent 
une réponse diminuée mais non abolie à la douleur thermique aigue, confirmant qu’il n’est pas le 
seul canal impliqué dans la perception du chaud nocif. Par contre, on observe chez ces souris une 
perte complète de sensibilité à la capsaïcine. Néanmoins, une autre étude a montré que les souris 
TRPV1-/- répondaient normalement aux stimuli thermiques et que TRPV1 ne serait pas nécessaire 
à la détection du chaud nocif (Woodbury et al., 2004). Cette étude révèle que TRPV1 n’est 
exprimé que dans une faible partie de neurones IB4-positifs et que les nocicepteurs IB4 positifs 
qui n’expriment pas le canal ont des réponses normales au chaud. L’ablation sélective des 
neurones TRPV1-positifs révèle que ces neurones sont des nocicepteurs médiant spécifiquement 
la douleur thermique et non la douleur mécanique (Mishra and Hoon, 2010). Ces neurones 
portent toute la sensibilité au chaud et sont responsables de la détection de températures entre 
40°C et 50°C (Mishra et al., 2011; Pogorzala et al., 2013). C’est une population spécifique de 
nocicepteurs qui expriment TRPV1 qui est indispensable à la sensibilité au chaud, alors que le 
canal lui-même n’en serait que partiellement responsable. L’inflammation n’induit pas 
d’hyperalgésie thermique chez les souris knockout, ce qui démontre le rôle essentiel de TRPV1 
dans la douleur inflammatoire (Caterina et al., 2000; Davis et al., 2000). L’étude des souris TRPV1-
/- a également permis de mettre évidence le rôle de TRPV1 dans le fonctionnement de la vessie, la 
régulation de l’osmolarité, le diabète, la pancréatite, la toux, l’arthrite, l’anxiété et la fièvre 
(Barton et al., 2006; Birder et al., 2002; Ciura and Bourque, 2006; Iida et al., 2005; Marsch et al., 
2007; Patapoutian et al., 2009; Razavi et al., 2006). 
INTRODUCTION 




2. TRPV2 (VRL-1) 
Le canal TRPV2 présente près de 50% d’homologie avec TRPV1 (Ramsey et al., 2006). Des 
études fonctionnelles dans des ovocytes de Xénope et des cellules mammifères ont montré qu’il 
n’est pas sensible à la capsaïcine ni aux protons et qu’il s’active à des températures supérieures à 
52°C (Caterina et al., 1999; Patapoutian et al., 2003). Il est exprimé dans une grande variété de 
tissus dont différentes régions cérébrales, la moelle épinière et les neurones de ganglions 
sensoriels mais aussi dans le plexus myentérique (Caterina et al., 1999; Lewinter et al., 2004; 
Nedungadi et al., 2012; Park et al., 2011). TRPV2 est exprimé dans des fibres nociceptive de type 
Aδ et C (Ma, 2001) mais il est majoritairement exprimé dans les neurones sensoriels de moyen et 
grand diamètre qui projettent vers les laminae les plus profondes de la corne dorsale 
(Patapoutian et al., 2003). Il a également été décrit comme un canal mécanosensible, jouant un 
rôle dans la régulation de la sensibilité à l’hyper osmolarité tissulaire (Muraki et al., 2003). TRPV2 
pourrait être responsable de la détection de la chaleur hautement nocive (Caterina et al., 1999; 
Woodbury et al., 2004). Néanmoins, les souris TRPV2-/- ont une perception mécanique et 
thermique normale (Park et al., 2011) et les nocicepteurs n’exprimant pas TRPV2 répondent 
normalement au chaud (Woodbury et al., 2004). TRPV2 pourrait être impliqué dans la 
sensibilisation des fibres nerveuses puisque son expression dans les neurones de DRG augmente 
dans des conditions d’inflammation et de lésion nerveuse (Frederick et al., 2007; Shimosato et al., 
2005). 
3. TRPV3 (VRL-2) 
TRPV3 est activé à des températures modérées, son seuil de sensibilité thermique étant 
d’environ 33°C, et il est sensible au camphre. Les courants TRPV3 induits par la température 
présentent une forte rectification sortante, et augmentent avec la température (Peier et al., 
2002a; Smith et al., 2002; Xu et al., 2002). Chez la souris, le canal TRPV3 est exprimé dans les 
kératinocytes de la peau mais pas dans les neurones sensoriels (Peier et al., 2002a). Par contre on 
le retrouve dans les neurones sensoriels de singe et humains (Smith et al., 2002; Xu et al., 2002). 
Dans un système d’expression hétérologue, TRPV3 est capable d’interagir avec TRPV1 et ces deux 
canaux sont coexprimés dans les neurones de DRG humains, néanmoins, on ne sait pas encore 
quels peuvent être les effets de cette interaction sur la fonction du canal (Smith et al., 2002). Les 
souris invalidées pour TRPV3 présentent un thermotactisme altéré. La détection de températures 
modérées, tièdes, n’étant pas totalement abolie chez les souris knockout, TRPV3 n’est pas le seul 
canal impliqué dans la perception de ces gammes de températures. De plus, les souris TRPV3-/- 
montrent un comportement nociceptif altéré pour des températures supérieures à 50°C, 
indiquant que TRPV3 et TRPV1 ont des fonctions chevauchantes dans la perception du chaud 
nocif. Toutefois, la perception au chaud des souris TRPV1-/--TRPV3-/- est altérée mais pas abolie, 
indiquant qu’ils ne sont pas les seuls responsables de la perception de températures chaudes. 
TRPV3 ne semble pas impliqué dans les douleurs inflammatoires ou neuropathiques puisque les 
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souris KO ne présentent pas de déficit dans l’hyperalgésie thermique induite dans ces conditions 
(Moqrich et al., 2005).  
4. TRPV4 (VROAC) 
Le canal TRPV4 a d’abord été identifié comme un canal sensible aux variations de 
l’osmolarité cellulaire (Liedtke et al., 2000; Strotmann et al., 2000). Mais il est, lui aussi, activé 
dans des gammes de températures modérées (25°C-34°C) (Güler et al., 2002; Watanabe et al., 
2002). Contrairement à TRPV3, TRPV4 se désensibilise après une exposition répétée ou prolongée 
à une température supérieure à 42°C. (Güler et al., 2002). La température est un modulateur 
important de l’activité de ce canal car un réchauffement entraîne une activation plus rapide par 
les autres stimuli auxquels TRPV4 est sensible. Par exemple, il n’est que modérément sensible à 
un gonflement cellulaire à température ambiante alors que sa réponse est fortement augmentée 
à 37°C (Güler et al., 2002). TRPV4 est également sensible à l’anandamide, l’acide arachidonique et 
certains de ses métabolites (Watanabe et al., 2003). Même s’il ne semble pas être un 
transducteur direct des stimulations mécaniques, TRPV4 pourrait être impliqué dans l’initiation de 
l’hyperalgésie mécanique. En effet, une stimulation hypo- ou hypertonique induit une 
hyperalgésie mécanique chez l’animal, qui est réduite après extinction in vivo du gène 
(Alessandri-Haber et al., 2003). 
TRPV4 est exprimé dans différents types cellulaires, dont les cellules endothéliales et 
épithéliales, les chondrocytes, les adipocytes et les neurones du SNC comme du SNP. Sa présence 
dans les neurones de DRG et des ganglions trigéminés suggère un rôle dans les réponses 
nociceptives mécaniques dans les tissus somatiques et les viscères. (Nilius and Voets, 2013).  
Des études d’immunohistologie chez le rat et la souris ont montré une forte expression de TRPV4 
dans la peau, en particulier dans les kératinocytes (Güler et al., 2002).   
Les souris invalidées pour TRPV4 présentent un défaut de perception thermique (Lee et al., 2005; 
Todaka et al., 2004) et de régulation osmotique (Liedtke and Friedman, 2003; Mizuno et al., 
2003) ainsi qu’une diminution de leur sensibilité à l’acide et un thermotactisme altéré (Suzuki et 
al., 2003). Par contre, les réponses au chaud nocif et à des stimuli mécaniques faibles sont 
conservées (Suzuki et al., 2003). Étonnamment, l’hyperalgésie thermique induite par une 
injection de carragénine est diminuée chez les souris TRPV4-/- suggérant un rôle du canal dans 
l’initiation d’une douleur inflammatoire (Todaka et al., 2004). 
5. TRPM8 (CMR1) 
D’abord identifié dans la prostate comme un canal sensible aux androgènes (Tsavaler et 
al., 2001), TRPM8 a ensuite été décrit comme le principal senseur du froid chez les mammifères 
(Babes et al., 2011; Bautista et al., 2007; McKemy et al., 2002). Il est fortement activé par des 
températures inférieures à 26°C (Q10 ~40) et il est sensible à des molécules qui induisent une 
sensation de froid comme le menthol l’eucalyptol et l’icilin (McKemy et al., 2002; Peier et al., 
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2002b). Les variations de pH modulent également son activité puisqu’une acidification 
extracellulaire inhibe l’activation du canal par le menthol et l’icilin (Behrendt et al., 2004). TRPM8 
est un canal voltage-dépendant (Voets et al., 2004). La dépolarisation de la membrane plasmique 
est capable d’activer le canal et elle modifie également sa thermosensibilité en déplaçant son 
seuil d’activation au froid vers des températures plus hautes (Voets et al., 2004). 
TRPM8 est fortement exprimé par environ 15% des neurones somatosensoriels. On le 
retrouve dans 10% des neurones de DRG et des ganglions trijumeaux, en particulier dans les 
neurones de petit diamètre qui n’expriment pas les marqueurs classiques de nocicepteurs comme 
TrkA, le CGRP, la SP et la liaison de l’IB4 (Kobayashi et al., 2005; Peier et al., 2002b) (Figure 9). Ces 
observations sont cohérentes avec le pourcentage de neurones activés par le froid et le menthol 
évalué par des mesures de neurones sensoriels en culture (Reid and Flonta, 2001; Viana et al., 
2002). Une infime partie des fibres exprimant TRPM8 pourraient coexprimer le canal TRPV1, ce 
qui expliquerait le phénomène de froid paradoxal (lorsque des températures supérieures à 45°C 
induisent une sensation de froid) (McKemy et al., 2002; Reid et al., 2002; Viana et al., 2002) mais 
il existe des divergences quant à cette colocalisation en fonction des études menées (Dhaka et al., 
2006; Knowlton et al., 2013; Story et al., 2003; Takashima et al., 2007, 2010). Les canaux TRPM8 
sont aussi retrouvés en dehors du système somatosensoriel : dans la vessie, la prostate et certains 
types de tumeur (Julius, 2013; Tsavaler et al., 2001). 
Les souris invalidées pour TRPM8 présentent une sévère altération de la sensibilité au 
froid et ne sont plus capables de distinguer le tiède du froid. TRPM8 joue un rôle à la fois dans la 
perception du froid modéré et du froid nocif (Bautista et al., 2007; Colburn et al., 2007; Dhaka et 
al., 2007). Par contre, leur sensibilité mécanique et au chaud nocif est préservée, indiquant une 
ségrégation fonctionnelle de ces modalités. L’hypersensibilité au froid induite par l’inflammation 
et certains traumatismes est significativement diminuée chez les souris TRPM8-/- ou si on bloque 
le canal pharmacologiquement (Calvo et al., 2012; Colburn et al., 2007). Paradoxalement, un 
stimulus froid peut aussi avoir, dans un contexte inflammatoire ou de lésion, un effet analgésique 
qui serait dépendant de TRPM8 (Dhaka et al., 2007; Proudfoot et al., 2006). L’oxaliplatine, est une 
molécule de synthèse dérivée de platine utilisé dans les traitements anticancéreux dont l’un des 
effets secondaires le plus courant et le plus handicapant pour les patients est une forte allodynie 
au froid (Attal et al., 2009). Il a été montré que l’expression de TRPM8 dans les neurones de DRG 
de rat est sensiblement augmentée par le traitement à l’oxaliplatine (Anand et al., 2010; Gauchan 
et al., 2009; Kawashiri et al., 2012). De plus, les souris TRPM8-/- ne développent pas 
d’hypersensibilité au froid après le traitement (Descoeur et al., 2011), suggérant que TRPM8 joue 
un rôle majeur dans cet effet secondaire de l’oxaliplatine. 
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6. TRPA1 (ANKTM1) 
Le canal TRPA1 a été impliqué dans la perception nociceptive. C’est l’unique membre de la 
famille TRPA et son nom vient du nombre important de domaines ankyrine qu’il porte sur sa 
terminaison NH2 (Story et al., 2003). TRPA1 est exprimé de façon spécifique dans une sous-
population de neurones sensoriels exprimant les marqueurs nociceptif CGRP, SP et TrkA 
(Kobayashi et al., 2005; Story et al., 2003) (Figure 9). Il est souvent coexprimé avec le canal 
TRPV1, suggérant que ces deux canaux seraient responsables de la sensibilité thermique des 
nocicepteurs polymodaux (Story et al., 2003; Tominaga and Caterina, 2004).  
TRPA1 est activé à des températures plus basses que TRPM8 (en dessous de 17°C), 
températures qui sont considérées comme douloureuses chez l’Homme (Karashima et al., 2009; 
Kwan et al., 2006; Story et al., 2003). Les souris TRPA1-/- ont une réponse au froid fortement 
altérée à ~0°C. Elles ont également un défaut de sensibilité mécanique, mesuré à l’aide de 
filaments de von Frey (Kwan et al., 2006). De plus, les souris invalidées ne développent pas 
d’hyperalgésie thermique et mécanique après une injection intra plantaire de bradykinine dans la 
patte, suggérant un rôle de TRPA1 dans l’initiation de l’hypersensibilité induite par une 
inflammation (Bautista et al., 2006). TRPA1 a donc été proposé comme un détecteur de froid 
nocif séparément du canal TRPM8 car ils ne sont pas exprimé dans les mêmes sous populations 
de neurones des DRG. Mais le phénotype de perte sensibilité au froid des souris knockout pour 
TRPA1 a été remis en question et reste un sujet de controverse (Caspani and Heppenstall, 2009). 
En effet, alors que certaines études rapportent une perte de sensibilité marquée au froid chez les 
souris TRPA1-/- (Karashima et al., 2009; Kwan et al., 2006), d’autres suggèrent que TRPA1 n’est 
pas nécessaire à la perception du froid, sa délétion n’affectant pas la réponse au froid des souris 
(Bautista et al., 2006; Knowlton et al., 2010). TRPA1 est un chémorécepteur important dans la 
nociception du fait de son large spectre d’activation par des molécules irritantes douloureuses. 
TRPA1 est activé par des isothiocyanates (huile de moutarde, wasabi, raifort) et des allicines (ail, 
échalotes) (Bandell et al., 2004; Bautista et al., 2005; Macpherson et al., 2007). TRPA1 est 
insensible au menthol mais peut être activé par l’icilin (Patapoutian et al., 2003). Contrairement à 
TRPM8, des études électrophysiologiques du canal exprimé dans des cellules CHO et des ovocytes 
de Xénope montrent que les courants TRPA1 se désensibilisent fortement après une exposition 
prolongée ou répétée au froid (Story et al., 2003). TRPA1 est également sensibles à plusieurs 
médiateurs pro inflammatoires comme les prostaglandines, la bradykinine et certains produits du 
stress oxydatif (Andersson et al., 2008; Bandell et al., 2004; Jordt et al., 2004; Trevisani et al., 
2007). Cette sensibilisation est dépendante de l’activation de la phospholipase C (PLC) et de la 
PKA (Bautista et al., 2006; Wang et al., 2008). Enfin, l’expression de TRPA1 dans les neurones de 
DRG est augmentée après un traitement à l’oxaliplatine chez le rat et la souris (Descoeur et al., 
2011; Nassini et al., 2011) et les souris invalidées pour TRPA1 ne développent pas l’allodynie au 
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froid normalement induite par cet agent anticancéreux (Nativi et al., 2013; Trevisan et al., 2013). 
TRPA1 intervient donc dans l’allodynie au froid provoquée par un traitement à l’oxaliplatine. 
Certains agents oxydants atmosphériques tels que les radicaux libres et l’ozone peuvent 
provoquer des dépressions respiratoires, une forte toux et une douleur profonde. Les souris 
TRPA1-/- ne développent pas ces symptômes ce qui semble indiquer que TRPA1 a des effets au-
delà de la perception douloureuse (Bessac et al., 2008). 
7. Autres canaux TRP impliqués dans la thermo sensation 
D’autres canaux TRP ont été impliqués dans la perception thermique nociceptive. Le canal 
TRPM3, exprimé dans les neurones de DRG et les ganglions trijumeaux de petit diamètre (Grimm 
et al., 2003), est activé par l’augmentation de la température. Il est responsable de la sensibilité 
thermique d’une sous-population de neurones sensoriels (Vriens et al., 2011). De plus, les souris 
invalidées pour TRPM3 ont un déficit de la sensibilité au chaud nocif et du développement de 
l’hyperalgésie thermique en conditions inflammatoires (Straub et al., 2013; Vriens et al., 2011). 
Le canal TRPC5 est fortement activé par les températures froides entre 37°C et 25°C mais 
il est insensible au menthol. Il est exprimé dans les neurones de DRG et de la corne dorsale de la 
moelle chez la souris et l’homme (Zimmermann et al., 2011). La délétion de TRPC5 diminue 
significativement la fraction de neurones de DRG sensibles au froid, suggérant l’implication du 
canal dans la transduction du froid (Zimmermann et al., 2011). Mais l’étude des souris TRPC5-/- ne 
présentent pas de déficit de la perception au froid ne confirmant pas les observations in vitro. 
 
Les canaux TRP sont donc des senseurs essentiels de stimuli nocifs divers et de molécules 
libérées en cas de lésions ou de réponses immunitaires. Leur régulation par des molécules de 
signalisation et la modification de leur expression sont des facteurs clés de la douleur persistante 
et font des canaux TRP des cibles intéressantes pour le développement de nouveaux analgésiques 
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Figure 9 : Distribution des neurones exprimant les canaux 
TRPV1, TRPM8 et TRPA1. A. En fonction du type de fibres 
sensorielles périphériques. B. En fonction des marqueurs 
moléculaires des fibres sensorielles. D’après Kobayashi et 
al., 2005. 
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B. Les canaux ASIC 
1. Structure, expression, régulations 
Les canaux ASIC appartiennent à la superfamille des canaux cationiques ENaC/DEG 
sensibles à l’amiloride (Kellenberger and Schild, 2002). Le premier membre de la famille a été 
cloné dans les années 1990 sans information sur son mode d’activation et nommé alors 
MDEG/BCN1/BNaC1 (García-Añoveros et al., 1997; Price et al., 1996; Waldmann et al., 1996). 
Leur nom ASIC (Acid-Sensing Ion Channel) a été donné après l’identification d’un autre membre 
en 1997 et la mise en évidence de son activation directe par les protons extracellulaires 
(Waldmann et al., 1997a). Ce sont des canaux cationiques dépolarisant, majoritairement 
perméables aux ions sodium et indépendants du voltage (Waldmann et al., 1997a). Chez le 
rongeur, il existe six sous-unités (ASIC1a, ASIC1b, ASIC2a, ASIC2b et ASIC3 et ASIC4), codées par 
quatre gènes (ACCN1-4). ASIC1 et ASIC2 ont chacun deux variants issus de promoteurs 
alternatifs : ASIC1a et b (Chen et al., 1998; García-Añoveros et al., 1997; Waldmann et al., 1997a) 
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Figure 10 : Principaux canaux TRP impliqués dans la perception thermique. À 32°c, la température de la 
peau, seuls TRPV4 et TRPV3 sont actifs. TRPA1 et TRPM8 sont activés par le froid. TRPM8 est 
également sensible au menthol, TRPA1 est activé par les allicines (ail) ou des isothiocyanates (raifort). 
Le canal TRPM3 est activé dans des gammes de températures modérées et il est sensible au 
camphre. TRPV1 et TRPV2 répondent au chaud et induisent des sensations de brûlure. TRPV1 est le 
seul canal TRP activé par la capsaïcine (piment). D’après Kandel and Schwartz, 2013. 
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et ASIC2a et b (García-Añoveros et al., 1997; Lingueglia et al., 1997; Price et al., 1996) . Chez 
l’Homme, ASIC3 possède aussi plusieurs variants d’épissage (Delaunay et al., 2012).   
Chaque sous-unité est constituée de deux domaines transmembranaires liés par une grande 
boucle extracellulaire et des extrémités N- et C-terminales intracellulaires (Figure 11A). Les sous-
unités s’assemblent en homo- ou hétéro-trimères pour former un canal fonctionnel (Gonzales et 
al., 2009; Jasti et al., 2007). Les sous-unités ASIC2b et ASIC4 ne peuvent pas à elles seules former 
des canaux fonctionnels homomériques (Akopian et al., 2000; Grunder et al., 2000; Lingueglia et 
al., 1997). ASIC2b peut s’associer avec d’autres sous-unités comme ASIC3 et ASIC2a pour en 
modifier les propriétés (Deval et al., 2004; Lingueglia et al., 1997). À ce jour, on ne sait pas encore 
quel est le rôle fonctionnel de la sous-unité ASIC4 (Akopian et al., 2000; Grunder et al., 2000) 
mais elle pourrait moduler négativement l’expression d’autres isoformes du canal (Donier et al., 
2008).  
Chez les rongeurs, ASIC1a, ASIC2a et ASIC2b sont exprimés dans le SNC  Baron et a    
    a         arc  a-Añoveros et al., 2001; Price et al., 1996; Waldmann et al., 1997a; Wemmie 
et al., 2003) alors qu’ASIC1b et ASIC3 semble se limiter aux neurones périphériques (Chen et al., 
1998; Poirot et al., 2006; Waldmann et al., 1997b). Chez l’Homme par contre, ASIC3 est présent à 
la fois dans le SNC et le SNP (Delaunay et al., 2012). Les canaux ASIC sont également présents 
dans des tissus non neuronaux : hypophyse, os, testicules, muscles lisses vasculaires, cellules 
épithéliales, adipeuses et immunitaires… (Lingueglia, 2007; Wemmie et al., 2013).  
Les courants ASIC activés par une diminution du pH extracellulaire sont généralement 
transitoires. Leur seuil d’activation varie en fonction des sous-unités qui composent le canal 
(Figure 11B). ASIC1a et ASIC3 sont les plus sensibles aux protons, ils sont activés par une 
diminution de 0,2 à 0,4 unités de pH (à partir du pH physiologique 7,4) et leur pH de demi-
activation (pH1/2) se situe aux alentours de 6,5 (Deval et al., 2008; Lingueglia, 2007; Yagi et al., 
2006). Les courants ASIC2a sont quant à eux activés par une diminution plus conséquente du pH : 
leur seuil de sensibilité se trouve autour de 6 et leur pH1/2 entre 5 et 4 (Baron et al., 2001, 2002b; 
Lingueglia et al., 1997). Les canaux ASIC3 sont particuliers car ils génèrent un courant bi 
phasique : un courant transitoire et un courant soutenu qui se maintient tant que le milieu 
extracellulaire reste acide (Deval et al., 2003; Salinas et al., 2009; Yagi et al., 2006). 
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Les canaux ASIC peuvent faire partie de complexes macromoléculaires qui régulent leur 
localisation subcellulaire et leurs propriétés fonctionnelles (Bourinet et al., 2014). Ils peuvent 
interagir avec d’autres canaux ioniques (Donier et al., 2008; Gao et al., 2005; Petroff et al., 2008) 
mais aussi avec des protéines adaptatrices, impliquées dans le couplage avec des kinases, le 
cytosquelette et des récepteurs aux neurotransmetteurs, comme PSD95 (Hruska-Hageman et al., 
2004) ou PICK1 (Baron et al., 2002b; Deval et al., 2004; Hruska-Hageman et al., 2002). De plus, 
leur capacité d’interaction avec la stomatine suggère qu’ils joueraient un rôle dans les complexes 
de mécanorécepteurs dans les neurones sensoriels (Wetzel et al., 2007).  
 
2. Canaux ASIC et douleur 
Les canaux ASIC sont exprimés dans pratiquement tous les types de neurones sensoriels 
périphériques, y compris dans les neurones de DRG de petit diamètre, les nocicepteurs (Bässler et 
al., 2001; Chen et al., 1998; Poirot et al., 2006). De plus, une acidose modérée peut induire chez 




Figure 11 : Propriétés structurales et fonctionnelles des canaux ASIC. A. Topologie d’une sous-
unité ASIC. Chaque sous-unité est composée de deux domaines transmembranaires qui 
encadrent une grand boucle extracellulaire et des extrémités N- et C-terminales 
intracellulaires. D’après Lingueglia et al., 2014. B. Traces représentatives de courants ASIC1a, 
ASIC2a et ASIC3 induits par une acidification extracellulaire. Enregistrements patch clamp en 
cellule entière à -60mV de cellules CHO exprimant la sous-unité indiquée. D’après 
Kellenberger and Schild, 2015.  
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non spécifiques des canaux ASIC : l’amiloride et certains NSAIDs (Jones et al., 2004; Ugawa et al., 
2002). Cela suggérait logiquement un rôle des canaux ASIC dans la perception de la douleur. 
Pourtant, il a été difficile d’établir au départ l’implication de ces canaux dans la nociception du fait 
d’une absence de phénotype clair chez les souris invalidées pour ASIC1a, ASIC2 et ASIC3 (Chen et 
al., 2002; Page et al., 2004; Price et al., 2000, 2001). La réponse des souris ASIC3-/- à une injection 
acide dans la peau de la patte arrière ne diffère pas de la réponse des souris sauvages et 
l’hyperalgésie thermique induite par la carragénine est identique pour les deux génotypes (Chen 
et al., 2002; Price et al., 2001). Par contre, on observe chez ces souris une réponse altérée à des 
stimuli mécaniques intenses (Chen et al., 2002). Pour les souris ASIC2-/-, les courants induits par 
un pH acide dans des neurones de DRG en culture et les réponses des nocicepteurs sont normaux 
(Price et al., 2000).  
Les études réalisées chez l’homme et le rat utilisant des inhibiteurs pharmacologiques et 
des siRNA (small interfering RNA) ont démontré l’implication des canaux ASIC dans la douleur par 
acidose tissulaire (Deval et al., 2008; Dubé et al., 2005; Jones et al., 2004; Ugawa et al., 2002). La 
toxine PCTx1, un bloqueur des canaux ASIC1a, a permis de mettre en évidence le rôle d’ASIC1a en 
périphérie (Duan et al., 2007; Mazzuca et al., 2007) et la mambalgine-1, un inhibiteur des canaux 
ASIC1, a démontré l’effet analgésique du blocage des canaux ASIC1b périphériques (Diochot et 
al., 2012). Chez le rat, l’antagoniste non sélectif A-317576 a des effets analgésiques sur la douleur 
thermique inflammatoire et la douleur postopératoire (Dubé et al., 2005; Rocha-González et al., 
2009). Plus spécifiquement, des études utilisant des siRNA dirigés contre ASIC3 et la toxine 
APETx2, un bloqueur des canaux ASIC3, ont montré l’impact d’ASIC3 dans la perception de la 
douleur en périphérie, et son implication dans la douleur inflammatoire (Deval et al., 2008; 
Mamet et al., 2003). On a également pu mettre en évidence un rôle d’ASIC1a et ASIC3 dans les 
nocicepteurs qui innervent les muscles, les impliquant dans la douleur musculaire et articulaire en 
conditions naïve et inflammatoire (Ikeuchi et al., 2008; Sluka et al., 2003; Walder et al., 2010). Les 
canaux ASIC3 sont impliqué dans la douleur postopératoire (Deval et al., 2011). De plus, les 
canaux ASIC contribuent nettement à la perception des stimuli mécaniques et chimiques dans les 
tissus viscéraux où ils sont fortement exprimés (Jones et al., 2005; Sugiura et al., 2005; Wultsch et 
al., 2008). Enfin, ASIC3 aurait un rôle important dans la douleur ischémique cardiaque (Benson et 
al., 1999; Sutherland et al., 2001) et dans la réponse des voies respiratoires à l’acidité (Canning et 
al., 2006; Kollarik and Undem, 2002). 
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C. Les canaux Piezo 
1. Structure, expression et régulations 
Des courants mécanosensibles ont été rapportées dans de nombreux types cellulaires et 
dans les neurones de DRG (Delmas et al., 2011; McCarter et al., 1999). Pourtant, seuls quelques 
canaux activés par les stimuli mécaniques ont pu être identifiés. Certains canaux de la famille 
DEG/ENaC et des TRP semblent participer à la transduction mécanique mais l’implication directe 
de ces canaux dans ces processus n’a pas pu être clairement établie, du moins chez les 
mammifères (Chalfie, 2009; Delmas and Coste, 2013; Hamill and Martinac, 2001). Récemment, 
les canaux Piezo ont été identifiés comme des composants essentiels de la mécano transduction 
grâce à une étude de criblage de cellules de neuroblastome (Coste et al., 2010). Cette étude a 
permis d’identifier une famille de canaux comprenant deux membres : Piezo 1 et 2 (initialement 
appelés Fam38a et Fam38b).  
Les canaux Piezo sont conservés chez les eucaryotes. Les canaux Piezo ne présentent pas 
d’homologie de séquence avec d’autres protéines connues et on ne retrouve aucun motif typique 
à une structure de canal ionique (Delmas et al., 2011; Volkers et al., 2014). Ce sont de grosses 
protéines (plus de 2000 résidus) dont la particularité est le nombre important de segments 
transmembranaires qu’elles forment. En effet, selon la structure prédite, ces protéines seraient 
constituées de 24 à 39 domaines transmembranaires (Coste et al., 2012) (Figure 12A). Les 
protéines s’assemblent en homo-tétramères formant une structure unique avec 100 à 140 
segments transmembranaires au total.  
Les canaux Piezo ont une large expression, on les retrouve principalement dans les 
poumons, la vessie, le colon, l’estomac, les neurones de DRG et la peau. Piezo 1 est 
majoritairement exprimé dans les poumons, la vessie et la peau, il est pratiquement indétectable 
dans les neurones sensoriels de DRG. Piezo 2 est également largement exprimé dans les poumons 
mais, contrairement à Piezo 1, est fortement exprimé dans les neurones de DRG (Coste et al., 
2010). Par hybridation in situ, il a été montré que Piezo 2 est présent dans près de 20% des 
neurones de DRG. On le retrouve principalement dans une sous-population de neurones qui 
expriment également la périphérine et le neurofilament 200, deux marqueurs des neurones de 
grand diamètre mécanosensibles, et dans certains neurones exprimant TRPV1, un marqueur des 
nocicepteurs (Coste et al., 2010).  
Piezo 1 et 2 portent des courants cationiques non sélectifs mécanosensibles et 
dépendants du potentiel de membrane dont la cinétique est différente (Coste et al., 2010) (Figure 
12B). Piezo 1 reconstitué dans des bicouches lipidiques artificielles n’est pas mécanosensible, 
suggérant que la mécanosensibilité  implique la participation de partenaires protéiques ou 
lipidiques en interaction avec le canal pour en moduler l’activité (Coste et al., 2012). Les protéines 
Piezo forment un canal fonctionnel mais leur activité est modulée par des partenaires comme la 
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polycystine 2 (PC2) (Peyronnet et al., 2013), ou STOML3 (Stomatin-Like Protein 3) qui 
potentialisent l’activité de Piezo 1 et 2 en augmentant leur sensibilité mécanique (Poole et al., 
2014).   
Les canaux Piezo sont inhibés par des bloqueurs non spécifiques comme le rouge de ruthénium, le 
gadolinium et la streptomycine et par le peptide GsMTx4 (Grammostola spatulata mechanotoxin 
4) (Bae et al., 2011; Coste et al., 2010).  
 
  
Figure 12 : Propriétés structurales et fonctionnelles des canaux Piezo. A. Topologie hypothétique de 
l’isoforme murine de Piezo2. Chaque sous-unité contiendrait 34 domaines transmembranaires, 3 larges 
boucles extracellulaires (E1, E2 et E3) et des extrémités N- et C-terminales cytoplasmiques. B-C. Courants 
mécanosensibles induits à différents potentiels membranaires dans des cellules HEK exprimant Piezo 1 (B) 
ou Piezo 2 murin (C). D’après Delmas et al., 2011. 
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2. Rôle des canaux Piezo dans la nociception 
DmPiezo, la seule copie du gène dans la drosophile, code pour un canal mécanosensible 
homologue à ceux retrouvés chez les mammifères (Coste et al., 2012). Le rôle des canaux Piezo 
dans la sensibilité mécanique de forte intensité, probablement douloureuse, a pu être observé 
chez la larve de Drosophile (Kim et al., 2012). Dans le poisson zèbre, l’invalidation de Piezo 2b in 
vivo (knockdown, KD) abolit presque totalement la perception du toucher léger (Faucherre et al., 
2013). Les canaux Piezo semblent donc impliqués dans la perception mécanique bénigne et 
nocive. 
Chez les mammifères, les études se sont concentrées sur Piezo 2 qui est le plus exprimé 
dans les neurones de DRG et des ganglions trijumeaux (Coste et al., 2010). L’invalidation de Piezo 
2 par siRNA dans les neurones de DRG de souris abolit les courants mécanosensibles à adaptation 
rapide (RA) mais n’affecte pas les courants à adaptation lente (SA) (Coste et al., 2010). Ceci 
démontre le rôle de Piezo 2 dans la sensibilité mécanique non douloureuse. Piezo 2 a de même 
été impliqué dans l’allodynie mécanique associée aux douleurs neuropathiques (Eijkelkamp et al., 
2013). Les courants Piezo 2 sont augmentés lorsque les neurones sensorielles sont stimulés par la 
bradykinine, un médiateur pro inflammatoire, et Piezo 2 a été impliqué dans l’hyperalgésie 
mécanique inflammatoire (Dubin et al., 2012). 
Les canaux Piezo ont donc été impliqués dans la perception mécanique douloureuse ou 
pas, néanmoins de nombreuses questions subsistent encore sur leurs rôles spécifiques et sur leur 
structure. Les souris invalidées pour Piezo 1 ou 2 meurent au stade embryonnaire (Ranade et al., 
2014) ou à la naissance (Dubin et al., 2012) respectivement, ce qui rend l’étude du rôle 
physiologique de ces canaux plus difficile avec ces modèles. 
 
D. Les canaux sodiques dépendants du voltage (NaV) 
Récemment, certains canaux sodiques dépendants du voltage (NaV) ont été impliqués 
dans la perception sensorielle et plus particulièrement dans la nociception (Waxman and 
Zamponi, 2014). Cependant, ces canaux diffèrent des canaux transducteurs présentés 
précédemment car ils ne sont pas impliqués dans la transduction directe mais plutôt dans 
l’excitabilité des nocicepteurs (Cummins et al., 2007).   
Les canaux NaV sont responsables de l’influx rapide de sodium dépolarisant pour déclencher et 
propager les PAs dans les cellules excitables. Neuf isoformes de la sous-unité α, notées NaV1.1 à 
1.9, ont été caractérisées (Catterall et al., 2005). Elles partagent toutes la même structure mais se 
distinguent par leur séquence d’acides aminés, ce qui leur confère des propriétés différentes. 
NaV1.7, NaV1.8 et NaV1.9 sont fortement exprimés dans les neurones de DRG et des 
ganglions trijumeaux (Cummins et al., 2007; Dib-Hajj et al., 1999), ils sont responsables de 
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l’excitabilité de ces neurones mais ne sont pas essentiels pour la fonction des neurones du SNC ou 
des myocytes cardiaques ce qui pourrait en fait une cible pharmacologique de choix dans le 
traitement de la douleur (Cummins et al., 2007; Waxman and Zamponi, 2014). 
1. NaV1.7 
NaV1.7 a d’abord été détecté dans les neurones somatosensoriels et les neurones de 
ganglions sympathiques (Toledo-Aral et al., 1997). On le retrouve aussi dans les neurones 
myentériques, les neurones du système olfactif, les neurones sensoriels viscéraux et les myocytes 
lisses (Dib-Hajj et al., 2013). Il est présent dans les neurones de DRG de petit et de grand 
diamètre, on a pu l’identifier dans des fibres de type Aβ et de type C (Djouhri et al., 2003), et dans 
des afférences libres dans l’épiderme (Persson et al., 2011). 
Les courants NaV1.7 sont sensibles à la tétrodotoxine (TTX). Le courant NaV1.7 s’active et 
s’inactive rapidement mais la cinétique de récupération après inactivation est lente (Klugbauer et 
al., 1995). Ceci est cohérent avec leur expression préférentielle dans des fibres de type C qui ont 
une fréquence de décharge plus basse (Cummins et al., 2007). 
La première évidence de l’implication de NaV1.7 dans la nociception vient de la 
découverte, chez l’homme, de l’association entre des mutations faux-sens du gène codant pour le 
canal (SCN9A) et d’importants troubles de la sensibilité douloureuse. L’érythromélalgie (IEM), qui 
provoque des sensations intenses de brûlures des extrémités des membres après exposition à des 
stimuli de température modérée, et le syndrome de douleur extrême paroxystique (PEPD), une 
maladie héréditaire causant des douleurs violentes au niveau rectal, sont toutes les deux 
associées à des mutations « gain de fonction » du canal NaV1.7 (Fertleman et al., 2006; Dib-Hajj et 
al., 2005). Ces mutations induisent une hyperexcitabilité des neurones de DRG, ce qui diminue 
leur seuil de sensibilité et augmente leur fréquence de décharge en réponse à un stimulus (Dib-
Hajj et al., 2013). En plus de ces mutations « gain de fonction » qui provoquent une douleur 
excessive, une mutation « perte de fonction » du canal NaV1.7 a été identifiée chez des patients 
touchés par une insensibilité congénitale à la douleur (Cox et al., 2006). Les souris KO NaV1.7 ne 
survivant pas après la naissance (Nassar et al., 2004), la majorité des études sur le rongeur ont 
été réalisées sur des KO conditionnels. Les canaux NaV1.7 ont un rôle majeur dans l’établissement 
de l’hypersensibilité thermique après une brûlure (Shields et al., 2012) et en conditions 
inflammatoires (Nassar et al., 2004). Il serait également impliqué dans l’hyperalgie mécanique 
induite par certaines conditions neuropathiques (Minett et al., 2014; Nassar et al., 2005). De plus, 
des études chez le rat ont montré que l’expression des canaux NaV1.7 était augmentée dans les 
neurones de DRG en réponse à une inflammation (Black et al., 2004). Ces canaux ont donc un rôle 
prédominant dans la douleur aigue et l’hypersensibilité thermique inflammatoire. 
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Le canal NaV1.8 est exprimé spécifiquement dans les neurones de DRG de petit diamètre 
et leurs axones, ainsi que dans les neurones des ganglions trijumeaux (Akopian et al., 1996; Dib-
Hajj et al., 2010). Il est le principal canal sodique responsable de la genèse des PAs des neurones 
de DRG dans lesquels il est exprimé (Blair and Bean, 2003; Renganathan et al., 2001). Il est 
résistant à la TTX, son inactivation est lente ce qui limite la durée de décharge pendant une 
stimulation prolongée mais il récupère rapidement de l’inactivation, lui permettant de supporter 
une décharge à haute fréquence (Akopian et al., 1996; Renganathan et al., 2001). 
Comme pour NaV1.7, des mutations retrouvées chez l’homme démontrent son implication 
dans la perception douloureuse. Des patients souffrant de neuropathies périphériques 
douloureuses portent une mutation « gain de fonction » du gène codant pour NaV1.8, SCN10A 
(Faber et al., 2012).  
Les souris invalidées pour NaV1.8 présentent une altération de la sensibilité aux stimuli nocifs 
thermiques et mécaniques et une diminution de l’hyperalgésie thermique inflammatoire induite 
par une injection de carragénine (Akopian et al., 1999). Chez les souris KO, il n’y a pas d’effet sur 
l’hypersensibilité observée en conditions neuropathiques (Kerr et al., 2001; Nassar et al., 2005). 
Pourtant, grâce à des approches de KD sélectifs (Lai et al., 2002) ou l’inhibition spécifique du canal 
par le A-803467, (Jarvis et al., 2007), on peut observer que l’inhibition des canaux NaV1.8 diminue 
l’hyperalgésie mécanique en conditions neuropathiques. Plus récemment, il a été montré que les 
souris invalidés pour NaV1.8 ou dont on supprime spécifiquement les neurones exprimant le 
canal, ont une altération de la sensibilité au froid et aux stimuli mécaniques (Abrahamsen et al., 
2008; Zimmermann et al., 2007).  
Les canaux NaV1.8 semblent donc avoir un rôle décisif dans la perception thermique (froid) et 
mécanique des nocicepteurs ainsi que dans la douleur inflammatoire. Leur rôle éventuel dans la 
douleur neuropathique reste controversé. 
3. NaV1.9 
Le canal NaV1.9 est lui aussi spécifiquement exprimé dans les neurones de DRG et des 
ganglions trijumeaux, en particulier dans les nocicepteurs (Dib-Hajj et al., 1998, 2002). Les 
courants NaV1.9 sont résistants à la TTX, et activés par des potentiels de membrane proches du 
potentiel de repos de la membrane. Les cinétiques d’activation et d’inactivation sont très lentes 
et son activation résulte en un courant persistent (Cummins et al., 1999). Les canaux NaV1.9 ne 
sont donc pas à l’origine des PAs dans la cellule mais interviennent dans la détermination du 
potentiel de repos membranaire afin d’augmenter l’excitabilité de la cellule (Baker et al., 2003; 
Östman et al., 2008). 
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Des mutations « gain de fonction » du gène SCN11A, codant pour NaV1.9, ont été 
découverte chez des patients atteints de neuropathies périphériques douloureuses (Huang et al., 
2014) et de douleurs épisodiques chroniques (Zhang et al., 2013) mais aussi, de façon plus 
surprenante, chez des patients touchés par des insensibilités congénitales à la douleur (Leipold et 
al., 2013). Dans les deux premiers cas, les mutations observées augmentent l’excitabilité des 
nocicepteurs et par conséquent l’activité évoquée et spontanée de ces neurones (Huang et al., 
2014; Zhang et al., 2013) tandis que la dernière mutation induit une activité excessive du neurone 
au potentiel de repos, ce qui dépolarise de façon soutenue les nocicepteurs et altère la 
génération de PAs, empêchant la transmission du message douloureux (Leipold et al., 2013). 
Les souris invalidées pour NaV1.9 ont une sensibilité thermique et mécanique normale 
(Amaya et al., 2006; Priest et al., 2005) mais présentent une diminution de l’hypersensibilité 
thermique et mécanique en conditions inflammatoires (Amaya et al., 2006; Lolignier et al., 2011; 
Priest et al., 2005). Chez le rat, l’expression de NaV1.9 est augmentée dans des modèles de 
neuropathie diabétique (Craner et al., 2002).  
Ces études ont permis d’établir que le canal NaV1.9 ne serait pas impliqué dans la nociception en 
conditions basales mais jouerait un rôle dans les douleurs inflammatoires et neuropathiques. 
4. Autres canaux NaV 
Les canaux NaV1.3 ont eux aussi été impliqué dans la nociception. Ce canal n’est pas 
détectable dans le SNC du rongeur adulte mais, suite à une lésion nerveuse, son expression est 
augmentée dans les neurones de DRG périphériques (Black et al., 1999) ainsi que dans les 
neurones de second et de troisième ordre des voies ascendantes de la douleur, dans la moelle 
épinière et le thalamus (Hains et al., 2004). 
 
Dans cette partie, nous avons passé en revue les principaux canaux transducteurs 
excitateurs impliqués dans la douleur. Mais les canaux inhibiteurs, principalement les canaux 
potassiques jouent également un rôle primordial dans la modulation du message douloureux, tant 
au niveau périphérique qu’au niveau central. 
 
E. Les canaux potassiques dans la douleur 
Les canaux potassiques forment la plus grande famille de canaux ioniques. Il existe plus de 
70 gènes codant pour les sous-unités des canaux K+. Cette grande diversité génique donne à ces 
canaux une large variabilité structurale et fonctionnelle.  
Les canaux K+ sont exprimés dans la plupart des cellules. Ils participent à l’homéostasie du 
potassium et sont essentiels à de nombreuses fonctions cellulaires comme la régulation du 
volume, l’électrogénèse membranaire, la croissance et la prolifération cellulaire. Ils permettent de 
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porter le potentiel de membrane à un niveau proche de celui du potentiel d’équilibre de l’ion K+, 
soit -90mV, et vont donc réguler l’activité électrique au niveau de la membrane plasmique. Au 
repos, leur activité est prépondérante par rapport aux autres canaux ioniques et ils déterminent 
la valeur du potentiel de repos cellulaire. Ils s’opposent à la dépolarisation par d’autres canaux et 
ont un effet inhibiteur. Ils jouent donc un rôle majeur dans le contrôle de l’excitabilité 
membranaire et dans la genèse et la fréquence des PAs et sont impliqués dans divers processus 
physiologiques comme la transmission synaptique, la contraction musculaire ou la régulation du 
rythme cardiaque.  
Les différents types de sous-unités présentent un nombre variable de segments 
transmembranaires (TM) et un ou plusieurs domaines pores (P). Quatre domaines P doivent 
s’associer afin de former un pore-canal sélectif au K+. Il existe trois familles de canaux K+, les 
canaux dépendants du potentiel membranaire (KV) avec 6 TM et un domaine P, les canaux à 
rectification entrante (Kir) avec 2 TM et un domaine P et les canaux potassiques de fond à 4 TM et 
deux domaines P (K2P). Les KV sont ouverts par la dépolarisation de la membrane et accélèrent sa 
repolarisation en fin de PA. Les Kir peuvent être ouverts de façon constitutive ou bien régulés par 
des ligands intracellulaires : les canaux GIRK, couplés à une protéine G ; KCa et KNa dépendants des 
concentrations intracellulaires de Ca2+ et de Na+ ; KATP sensibles à l’ATP. Ils sont responsables du 
maintien du potentiel de repos.  
Les canaux KV, GIRK, KCa et KNa et les canaux K2P ont un rôle essentiel dans la transmission et la 
modulation du message douloureux (Waxman and Zamponi, 2014).  
Les canaux GIRK ont été rapidement identifiés comme des acteurs majeurs de la 
transmission et la modulation du message douloureux (Lüscher and Slesinger, 2010; Ocaña et al., 
2004; Waxman and Zamponi, 2014). Dans la moelle épinière, ils jouent un rôle dans l’analgésie 
induite par la morphine (Ikeda et al., 2000; Marker et al., 2005). Nous détaillerons cette 
implication dans la dernière partie de l’introduction.  
Les canaux KATP ont été impliqués par plusieurs études dans la modulation de l’excitabilité des 
neurones en conditions pathologiques ou non (Chi et al., 2007; Du et al., 2011; Kawano et al., 
2009; Sarantopoulos et al., 2003; Zoga et al., 2010). De plus, les KATP interviennent dans l’effet 
analgésique de la morphine (Afify et al., 2013; Ocaña et al., 2004). 
Les neurones sensoriels expriment une grande variété de canaux potassiques voltage-
dépendants. Dans des modèles de douleur neuropathique diabétique, on observe une diminution 
de l’expression de certaines sous-unités KV qui génèrent des courants transitoires (IA) (Cao et al., 
2010). D’autres études ont montré que l’expression des sous-unités KV3.1, KV1.1 et KV1.2, 
générant des courants à rectification retardée (IK), était réduite dans différents modèles de 
douleurs neuropathiques (Gu et al., 2012; Ishikawa et al., 1999; Zhao et al., 2013). De plus, les 
sous-unités KV1.1 et KV1.2 contribuent aux courants potassiques mécanosensibles qui régulent 
l’activité des mécanorécepteurs (Hao et al., 2013).   
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Les canaux HCN (Hyperpolarization-activated Cyclic Nucleotide gated), qui présentent la 
particularité d’être quasiment autant perméable au sodium qu’au potassium, sont activés par 
l’hyperpolarisation de la cellule. Contrairement aux autres canaux potassiques, leur activation 
dépolarise les cellules (Biel et al., 2009). De plus en plus d’études impliquent ces canaux dans la 
douleur. Les souris invalidées pour HCN1 présentent une diminution de l’allodynie au froid après 
ligature du nerf sciatique et une altération de la perception au froid (Momin et al., 2008). De plus, 
en conditions neuropathiques provoquées par l’oxaliplatine, on observe une surexpression des 
canaux HCN1 (Descoeur et al., 2011). D’autre part, l’étude des souris invalidées pour le canal 
HCN2 a montré que HCN2 est impliqué dans l’hyperalgésie mécanique dans des modèles de 
douleur inflammatoire et neuropathique (Emery et al., 2011; Schnorr et al., 2014). 
Les canaux KCa sont importants pour l’hyperpolarisation qui suit un PA (after 
hyperpolarization, AHP) et donc pour le pattern d’activation des neurones (Berkefeld et al., 2010). 
La famille des KCa comprend trois sous-familles qui se distinguent par la conductance des canaux. 
Il existe des courants à grande conductance nommés BK (Big), à conductance intermédiaire IK 
(Intermediate) et à petite conductance SK (Small), et ces trois sous-types sont exprimés dans les 
neurones sensoriels (Li et al., 2007; Mongan et al., 2005). Les canaux SK et BK semblent réguler 
les activités de fibres afférentes et donc moduler la transmission du message sensoriel (Bahia et 
al., 2005; Zhang et al., 2010). Après un dommage nerveux, l’expression des canaux SK et IK 
diminue dans les neurones de DRG humains (Boettger et al., 2002). D’autre part, l’expression des 
canaux BK dans les neurones de DRG de rat est réduite dans un modèle de ligature de nerf spinal 
(Zhang et al., 2010).  
Enfin, plusieurs membres de la famille K2P ont été impliqués dans la douleur, 
principalement les canaux TREK (TWIK RElated K+ channels). Mon travail de thèse s’est axé sur 
l’étude du rôle des canaux potassique de fond TREK dans la nociception et l’analgésie par la 
morphine. Le chapitre suivant a donc pour but de présenter la famille des canaux K2P et en 








III LES CANAUX TREK 
 
Les canaux TREK appartiennent à la famille des canaux potassiques à deux domaines pore, 
les K2P. Cette famille comprend 15 membres répartis en six sous-familles sur la base de similitudes 
de séquence et ressemblances fonctionnelles : les canaux TWIK (Tandem of pore domain in a 
Weak Inward rectifying K+ channels), TASK (TWIK related Acid-Sensitive K+ channels), TALK (TWIK 
related ALKaline pH-activated K+ channels), THIK (Tandem pore domain Halothan Inhibited K+ 
channels), TRESK (TWIK RElated Spinal cord K+ channels) et TREK (Enyedi and Czirják, 2010) 
(Figure 13A). 
Malgré une homologie de séquence relativement faible entre les membres des différentes 
sous-familles (autour de 40%), tous les canaux K2P présentent la même topologie. Chaque sous-
unité est composée de quatre domaines TM et de deux boucles P. Les extrémités N- et C-
terminales sont cytosoliques mais la région C-terminale est plus longue et peut contenir plus 
d’une centaine de résidus (Enyedi and Czirják, 2010; Lesage and Lazdunski, 2000) (Figure 13B). Le 
pore du canal est caractéristiquement composé de quatre domaines P, les sous-unités de canaux 
K2P s’associent alors en homo- ou hétéro-dimères pour former un canal fonctionnel (Lesage et 
al., 1996). Les boucles P contiennent la séquence conservée des canaux K+, T-X-G-X-G, qui forme 
le filtre de sélectivité pour le potassium. Une des caractéristiques de ces canaux est la présence 
d’une large boucle extracellulaire de 60 à 70 acides aminés entre les domaines TM1 et P1 qui 
s’arrange en hélice α et qui contribue à la dimérisation (Brohawn et al., 2012; Enyedi and Czirják, 
2010; Lesage et al., 1996; Miller and Long, 2012). 
Les canaux K2P sont responsables de courants de fond, aussi appelés courants de fuite, 
indépendants du potentiel de membrane. Ils sont constitutivement ouverts et jouent un rôle 
important dans l’établissement et le maintien du potentiel de repos. Ce sont donc des acteurs 
majeurs de l’excitabilité cellulaire. En effet, ces canaux entraînent le potentiel de repos des 
cellules à des valeurs proches du potentiel d’équilibre du potassium et s’opposent à l’effet 
excitateur des perméabilités sodiques et calciques dépolarisantes. Ils sont généralement 
insensibles aux bloqueurs classiques des canaux potassiques comme le tetraéthylammonium 
(TEA), la 4-Aminopyridine (4-AP), la quinidine et le césium mais peuvent être modulés par une 
grande variété de stimuli (Honoré, 2007; Kim, 2005; Noël et al., 2011; Patel and Honoré, 2001). 
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Les neurones sensoriels de DRG expriment différents canaux K2P, dont les canaux TRESK, 
TREK, TASK et THIK (Kang and Kim, 2006; Marsh et al., 2012). Les canaux TRESK contribuent 
d’ailleurs à l’excitabilité des nocicepteurs et sa surexpression diminue la douleur neuropathique 
(Tulleuda et al., 2011; Zhou et al., 2013). Il a été également montré récemment que l’un des 
membres de la sous-famille TASK, le canal TASK-3, participe à la perception thermique des 
neurones sensoriels de DRG (Morenilla-Palao et al., 2014). 
Dans mon travail de thèse, j’ai étudié les canaux TREK et leur rôle dans la douleur. La sous-
famille TREK comprend trois membres : TREK-1 (KCNK2) (Fink et al., 1996), TREK-2 (KCNK10) 
(Bang et al., 2000; Lesage et al., 2000a) et TRAAK (TWIK Related Arachidonic acid Activated K+ 















Figure 13 : Les canaux potassiques à deux domaines P (K2P). A. Dendrogramme de la famille des K2P. 
Elle est composée de 15 membres répartis par homologie de séquence et ressemblances 
fonctionnelles en 6 sous-familles. B. Topologie schématique d’une sous-unité d’un canal K2P. Chaque 
sous-unité possède 4 domaines transmembranaires (TM) et deux domaines pore (P). Les extrémités 
N- et C-terminales sont cytosolique et on note la présence d’une boucle extracellulaire entre le 
segment TM1 et le domaine P1. D’après Enyedi and Cziják, 2010. 
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A. Le canal TREK-1 
Le canal TREK-1 est le premier membre de la sous-famille TREK à avoir été identifié (Fink 
et al., 1996). Il est composé de deux sous-unités de 426 acides aminés chez l’homme et le rat et 
411 acides aminés chez la souris (Goldstein et al., 2005).  
TREK-1 est fortement exprimé dans le cerveau et en particulier dans les neurones 
GABAergiques du noyau caudé et du putamen (Hervieu et al., 2001). On le retrouve également 
dans le cortex préfrontal, l’hippocampe, l’hypothalamus, les neurones sérotoninergiques du 
noyau dorsal du raphé et dans la moelle épinière (Fink et al., 1996; Hervieu et al., 2001; Meadows 
et al., 2000; Medhurst et al., 2001). L’expression de TREK-1 dans le SNC n’est pas restreinte aux 
neurones car le canal est exprimé dans les astrocytes corticaux où il contribue à leur fort courant 
de fuite (Mi Hwang et al., 2014; Zhou et al., 2009). TREK-1 a également une large distribution 
dans le système nerveux périphérique. On retrouve un fort taux d’expression du canal dans les 
neurones somatosensoriels, en particulier dans les neurones de DRG de grand et petit diamètre 
et dans les neurones des ganglions trijumeaux où ils jouent un rôle dans la perception de 
différents stimuli (Alloui et al., 2006; Medhurst et al., 2001; Noël et al., 2009). L’expression de 
TREK-1 a aussi pu être détectée dans le système nerveux autonome, les afférences vagales (Zhao 
et al., 2010) et dans les ganglions sympathiques cervicaux (Cadaveira-Mosquera et al., 2011).
  
En dehors du système nerveux, TREK-1 est exprimé dans les cellules musculaires de l’intestin, 
dans la vessie et dans les artères de la paroi utérine, les artères basilaires, mésentériques et 
pulmonaires (Buxton et al., 2010; Gardener et al., 2004; Medhurst et al., 2001; Sanders and Kho, 
2005). 
L’épissage alternatif du premier exon du gène codant pour TREK-1, qui correspond à 
l’extrémité N-terminale du canal, produit deux variants d’épissage de 411 et 426 acides aminés 
(Fink et al., 1996; Li et al., 2006). L’importance de ces variants est encore inconnue car les deux 
isoformes partagent les mêmes propriétés biophysiques et mécanismes de régulation (Li et al., 
2006).  
En plus de ces variants d’épissage, il existe une forme tronquée de TREK-1 (TREK-1ΔEx4) 
composée seulement de 141 acides aminés et qui comprend l’extrémité N-terminale, le premier 
domaine TM et une extrémité extracellulaire (Veale et al., 2010). TREK-1ΔEx4 n’a pas d’activité 
propre mais il est fortement exprimé dans le cerveau de rongeur, suggérant qu’il ait un rôle 
fonctionnel. Cette version tronquée a une activité de dominant négatif, elle interfère avec le 
transport à la membrane du canal TREK-1, diminuant ainsi le courant généré par le canal natif à la 
membrane (Veale et al., 2010).   
Enfin, une traduction alternative issue d’un second site d’initiation peut produire une version du 
canal délétée de ces 56 premiers acides aminés, Δ1-56 TREK-1 (Thomas et al., 2008). TREK-1 et 
Δ1-56 TREK-1 n’ont pas le même pattern d’expression dans le SNC de rat. La version tronquée 
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produit un courant de plus faible amplitude et a une sélectivité au potassium significativement 
réduite ce qui permet le passage d’ions sodium. Son potentiel d’inversion se trouve autour de -
60mV, ce qui est bien plus dépolarisé que celui du canal natif, autour de -90mV. Son expression 
dans des neurones d’hippocampe dépolarise d’ailleurs considérablement leur potentiel 
membranaire (Thomas et al., 2008).   
1. Propriétés électrophysiologiques 
Le canal TREK-1 exprimé dans un système d’expression hétérologue produit un courant à 
rectification sortante (Fink et al., 1996). La rectification est due à un blocage du pore par un ion 
magnésium qui est levé lorsque la membrane est dépolarisée (Maingret et al., 2002). Le canal 
TREK-1 s’active de façon instantanée ce qui signifie qu’il est constitutivement ouvert et donc 
indépendant du voltage (Fink et al., 1996; Maingret et al., 2002). TREK-1 ne possède pas de 
domaine senseur de potentiel. TREK-1 est un canal de fuite dont l’état d’ouverture est régulé par 
des facteurs externes. La conductance unitaire de TREK-1 est de 48pS en conditions 
physiologiques, et de 101pS en conditions de K+ symétrique (Patel et al., 1998). L’une des 
particularités du canal TREK-1 est son « flickering » important qui traduit une oscillation très 
rapide entre les états ouvert et fermé du canal (Fink et al., 1996). 
2. Régulations et partenaires protéiques 
a. Pharmacologie 
Le canal TREK-1 n’est pas inhibé par les bloqueurs classiques des canaux potassiques : le 
TEA et la 4-AP (Fink et al., 1996; Patel et al., 1998). Il est en revanche modulé par un grand 
nombre d’agents pharmacologiques. TREK-1 est inhibé par la fluoxetine, un inhibiteur sélectif de 
la recapture de sérotonine (Heurteaux et al., 2006; Kennard et al., 2005) et par des anesthésiques 
locaux comme la lidocaïne et la bupivacaïne, (Nayak et al., 2009; Punke et al., 2003; Shin et al., 
2014).  
TREK-1 est activé par les anesthésiques volatils généraux à des doses cliniques comme le 
chloroforme, l’éther, l’halothane et l’isoflurane (Patel et al., 1999). Il est également activé par des 
anesthésiques gazeux comme l’oxyde d’azote, le xénon ou le cyclopropane (Gruss et al., 2004). La 
stimulation du canal par les anesthésiques est observée en configuration de patch-clamp en patch 
excisé (enregistrement du canal unitaire), ce qui semble indiquer que ces agents ont un effet 
direct sur le canal. De plus, la région C-terminale du canal jouerait un rôle majeur dans ces 
régulations (Gruss et al., 2004; Patel et al., 1999). Le Riluzole, un agent neuroprotecteur utilisé 
pour protéger les motoneurones dans les cas de la sclérose latérale amyotrophique, peut activer 
TREK-1 de façon transitoire (Duprat et al., 2000).  
Récemment, on a pu identifier le premier composé inhibiteur spécifique des courants TREK-1, un 
peptide issu du clivage du récepteur à la neurotensine 3 (Mazella et al., 2010). 
 
INTRODUCTION 





TREK-1 est un canal mécanosensible qui est directement activé par des étirements de la 
membrane (Berrier et al., 2013; Honoré et al., 2006; Maingret et al., 1999a; Patel et al., 1998) 
(Figure 14). Des enregistrements de l’activité du canal en patch clamp en configuration cellule 
entière et en patch excisé ont montré qu’une dépression appliquée sur la membrane provoque 
l’ouverture progressive et réversible du canal ce qui suggère un mécanisme d’activation directe 
du canal par la déformation de la membrane plasmique (Patel et al., 1998) (Figure 14B). Le canal 
TREK-1 est préférentiellement activé par une déformation convexe de la membrane, observable 
par exemple lors d’un gonflement cellulaire en cas d’hypo-osmolarité extracellulaire, alors qu’une 
déformation concave (en cas d’hyper-osmolarité extracellulaire) l’inhibe (Berrier et al., 2013). Les 
crénateurs, tels que le trinitrophénol, qui s’insèrent dans le feuillet externe de la membrane, 
provoque une déformation convexe de la membrane et active les canaux TREK-1. Inversement, le 
courant TREK-1 est fortement réduit par la chlorpromazine et la tétracaïne qui provoquent une 
déformation concave de la membrane en s’insérant dans le feuillet interne (Patel et al., 1998). 
L’extrémité du quatrième TM et le segment initial du domaine C-terminal du canal qui sont en 
interaction avec les phospholipides membranaires sont des acteurs essentiels de la sensibilité 
mécanique de TREK-1 (Chemin et al., 2005a). Néanmoins les expériences de substitution du 
domaine C-terminal de TREK-1 sur TASK3, un canal non mécano-sensible, ne confére pas cette 
sensibilité mécanique au canal chimérique (Patel et al., 1998). La sensibilité mécanique de TREK-1 
ne dépendrait pas d’une protéine d’ancrage de la membrane plasmique mais directement de 
l’interaction avec les lipides membranaires (Brohawn et al., 2014). 
A CB
Figure 14 : TREK-1 est un canal mécanosensible. A. Activation réversible de TREK-1 par l’étirement 
membranaire. Enregistrement patch clamp en cellule attachée maintenue à +50mV. B. Effets de 
l’augmentation de la stimulation mécanique. Courbes courant/potentiel (I/V) de l’activation de TREK-
1 par une pression négative croissante en configuration inside-out. C. Courbe dose-réponse de 
l’activation de TREK-1 par l’étirement membranaire. Courbes correspondant à l’expérience présentée 
en B., ratio normalisé de l’amplitude moyenne du courant ( I/Imax). Modifiée d’après Patel et al. 1998. 
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Une augmentation progressive de la température induit une augmentation graduelle et 
réversible des courants TREK-1 (Maingret et al., 2000a) (Figure 15). Le courant augmente environ 
de 0,9 fois à chaque degré (Q10 = ~9) et la sensibilité maximale du canal à la température est 
observée entre 32°C et 37°C (Maingret et al., 2000a). Au-delà d’un maximum d’activation à 42°c, 
l’activité du canal diminue progressivement. Le domaine C-terminal de TREK-1 joue un rôle 
essentiel dans cette modalité (Bagriantsev et al., 2012; Maingret et al., 2000a). La délétion 
partielle de la région C-terminale de TREK-1, ou son remplacement par le domaine d’un autre 
canal K2P insensible à la température, abolit la thermosensibilité (Maingret et al., 2000a). Le 
changement de configuration du domaine C-terminal par la température pourrait être transmis, 
via le TM4 et le P1, à la porte de type C extracellulaire du canal (Bagriantsev et al., 2012). Le 
domaine C-terminal est donc un modulateur essentiel des sensibilités mécaniques et thermiques 
de TREK-1. Par contre, contrairement à la sensibilité mécanique, la sensibilité thermique de TREK-
1 nécessite l’intégrité cellulaire puisqu’elle est perdue en enregistrement de patch excisé sur 
canal unitaire (Maingret et al., 2000a). Il n’est donc pas certain que la thermo-sensibilité de TREK-






Figure 15 : TREK-1 est un canal thermosensible. Courbes I/V de cellules 
COS transfectées avec TREK-1. Des rampes de voltage de 800ms sont 
appliquées à partir d’un potentiel de maintien de -80mV. Les courants 
sont enregistrés à 22°C et 42°C. L’insert représente le courant induit 
par le changement de température de 22°C à 42°C (barre) à 0mV et 
pour des concentrations de potassium physiologiques. D’après 
Maingret et al., 2000. 
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d. Modulation par les lipides cellulaires  
TREK-1 est activé de façon graduelle et réversible par les acides gras polyinsaturés comme 
l’acide arachidonique (AA) (Patel et al., 1998, 2001). On observe toujours cette activation en 
patch excisé et en présence d’inhibiteurs de lipoxygénase et de cyclooxygénase ce qui laisse 
supposer que cet effet est direct et indépendant du métabolisme de l’AA (Patel et al., 2001). Pour 
pouvoir activer TREK-1, les acides gras doivent avoir un haut degré d’insaturation, une longue 
chaîne et être une tête polaire chargée négativement (Patel et al., 1998). Le segment initial du 
domaine C-terminal du canal est essentiel à l’activation de TREK-1 par l’AA. Le mécanisme 
d’action pourrait être commun à celui de l’activation mécanique mais l’existence d’un site 
spécifique de liaison des acides gras, notamment au niveau des TM, ne peut pas être 
complètement écartée (Miller and Long, 2012; Patel et al., 1998, 2001). Cet effet des acides gras 
polyinsaturés sur TREK-1 a une relevance physiologique importante car il a été montré que TREK-
1 était impliqué dans la neuroprotection induite par ces acides gras (Heurteaux et al., 2004; 
Lauritzen et al., 2000). 
Le canal TREK-1 est également activé par les lysophospholipides extracellulaires à longue 
chaîne hydrophobe et large tête polaire comme la lysophosphatidylcholine (LPC) (Maingret et al., 
2000b). Ceux-ci n’ont pas d’effet direct sur TREK-1 car ils n’ont plus d’effet en patch excisé ou 
lorsqu’ils sont appliqués sur le demi-feuillet interne de la membrane.  
Les phopholipides membranaires comme le PIP2 et la phosphatidylsérine sont également 
des activateurs de TREK-1 (Chemin et al., 2005a, 2007; Lopes et al., 2005). L’activité du canal 
serait régulée par une interaction entre un motif polybasique de son domaine C-terminal et PIP2 
qui est très abondant dans le feuillet interne de la membrane plasmique (Chemin et al., 2005b; 
Sandoz et al., 2011). L’hydrolyse de PIP2 membranaire en diacylglycérol (DAG) par la PLC inhibe 
TREK-1 (Chemin et al., 2005a, 2007; Lopes et al., 2005). Il a été proposé que cette inhibition serait 
due à une baisse de la concentration de PIP2 (Chemin et al., 2003) et à la perte de liaison entre le 
domaine C-terminal de TREK-1 et la membrane plasmique (Sandoz et al., 2011).   
e. Sensibilité au pH 
Une diminution du pH intracellulaire convertit l’activité faible du canal TREK-1 en de forts 
courants de fuite qui sont insensibles à l’AA, à l’étirement membranaire et à la phosphorylation 
(Honoré et al., 2002). Il a été montré que c’est la protonation d’un résidu d’acide glutamique 
(E306) situé dans le domaine C-terminal du canal qui est responsable de leur activation par le pH 
acide (Honoré et al., 2002). Ce résidu se situe dans la région contenant cinq résidus basiques qui 
interagissent avec la membrane plasmique (cités précédemment).  
TREK-1 est également sensible aux variations du pH extracellulaire (Cohen et al., 2008; 
Sandoz et al., 2009). Une acidification du milieu extracellulaire inhibe fortement le courant TREK-
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1 alors qu’une alcalinisation le potentialise. Cette sensibilité est portée par une histidine (H126) 
située dans la boucle extracellulaire TM1P1. 
f. Modulation par les neurotransmetteurs 
La stimulation de récepteurs couplés aux protéines Gs et Gq trimériques comme les 
récepteurs sérotoninergiques 5HT, les récepteurs à l’orexine et à l’angiotensine II et les 
récepteurs au glutamate mGluR1 et mGluR5 inhibe TREK-1 (Chemin et al., 2003; Enyeart et al., 
2005; Murbartián et al., 2005). À l’inverse, la stimulation de récepteurs couplés à la protéine Gi 
comme mGluR2 et mGluR4, qui diminue la concentration d’AMPc et l’activité de la PKA, active 
TREK-1 (Cain et al., 2008; Mathie, 2007). Gs et Gq inhibent indirectement TREK-1 via la 
phosphorylation de résidus sérine (S333 et S300) de leur domaine C-terminal par la PKA et la PKC 
(Chemin et al., 2003; Mathie, 2007; Murbartián et al., 2005). La phosphorylation de la sérine 
S333 par la PKA est nécessaire à la phosphorylation de la sérine S300 par la PKA ou la PKC 
(Murbartián et al., 2005) ce qui laisse supposer qu’il existe une interaction entre les deux sites de 
phosphorylation et un rôle prépondérant de la PKA pour la régulation du canal.  
Il a récemment été montré que le canal TREK-1 peut interagir directement avec les 
protéines Gβϒ, mécanisme qui serait impliqué dans la libération de glutamate par les astrocytes 
(Woo et al., 2012) 
g. Modulation par le cytosquelette 
Le canal TREK-1 est inhibé par le cytosquelette d’actine (Lauritzen et al., 2005). Le 
traitement de cellules avec des agents qui déstabilisent le cytosquelette d’actine  augmente le 
nombre de canaux TREK-1 actifs (Honoré et al., 2006; Lauritzen et al., 2005; Patel et al., 1998). 
Cela suggère que le cytosquelette d’actine inhibe le canal TREK-1 de façon tonique et réduit 
l’activation par les tensions membranaires  (Lauritzen et al., 2005; Patel et al., 1998). 
Parallèlement, TREK-1 a un effet important sur l’organisation du cytosquelette d’actine et facilite 
la formation de filopodes. Il existe donc une interaction dynamique entre TREK-1 et le 
cytosquelette d’actine dont les bases moléculaires ne sont pas encore totalement résolues. 
Néanmoins, il a été montré que la sérine S333, site de phosphorylation de la PKA, et le glutamate 
E306 identifié comme le senseur de proton de TREK-1, qui se trouvent tous deux dans le domaine 
C-terminal, sont nécessaires à cette interaction (Lauritzen et al., 2005). 
h. Partenaires protéiques 
L’activité du canal TREK-1 est donc modulée par un grand nombre de stimuli physiques, 
chimiques et pharmacologiques. Des approches protéomiques ont également mis en évidence 
des partenaires protéiques qui interviennent dans la régulation du canal. 
La protéine d’ancrage AKAP-150 (A Kinase Anchoring Protein 150) est connue pour son 
rôle dans l’organisation de complexes de signalisation dans les neurones (Welch et al., 2010). Elle 
interagit avec la PKA et la PKC, la protéine phosphatase 2B, les protéines post-synaptiques PSD95 
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et SAP97 ainsi qu’avec des canaux ioniques et des récepteurs membranaires. Des expériences 
d’immunoprécipitation et d’analyses de spectrométrie de masse ont montré qu’AKAP-150 se lie 
au canal TREK-1 au niveau du cluster de charges positives de son domaine C-terminal 
intracellulaire, entre V298 et R311 (Sandoz et al., 2006) (Figure 16). Le canal TREK-1 associé à 
AKAP-150 est constitutivement activé et n’est plus régulé par un stimulus mécanique, l’AA ou un 
pH acide intracellulaire. Ces différentes vois de régulation du canal mettent toutes en jeu le 
cluster de charges auquel se lie AKAP-150. TREK-1 peut cependant toujours être régulé par les 
protéines kinases lorsqu’il est lié à la protéine AKAP-150. La cinétique de l’inhibition par les 
récepteurs couplés à la protéine Gq est beaucoup plus rapide, démontrant son implication dans la 
phosphorylation de TREK-1 par la PKA. Associé à AKAP-150, TREK-1 est donc moins régulé mais il 
génère des courants de fuite plus importants qui modifient l’excitabilité des cellules qui 
l’expriment (Sandoz et al., 2006). 
La même méthodologie expérimentale a permis d’identifier la protéine Mtap2 
(Microtubule-associated protein 2, ou MAP2) comme un second partenaire protéique de TREK-1 
(Sandoz et al., 2008). Mtap2 est une protéine d’ancrage pour des complexes de signalisation dans 
les dendrites et les épines dendritiques. Mtap2 est également présente dans les cônes de 
croissance. Le site de fixation de Mtap2 sur TREK-1 est situé dans le domaine C-terminal dans une 
région contenant quatre résidus chargés positivement (K342, K347, R348 et K349) (Figure 16). 
C’est un site distinct du site de fixation d’AKAP-150 et les deux protéines pourraient se lier 
simultanément sur TREK-1 (Sandoz et al., 2008). Mtap2 ne modifie pas l’activité du canal mais 
augmente la densité des canaux à la membrane, ce qui nécessite la liaison simultanée de Mtap2 à 
TREK-1 et à la tubuline. Les effets de la fixation d’AKAP-150 et de Mtap2 sur le canal sont additifs, 
plaçant TREK-1 au centre d’un complexe protéique dynamique impliquant des éléments du 
cytosquelette et des protéines kinases (Noël et al., 2011; Sandoz et al., 2006).  
Une interaction entre le domaine N-terminal du canal TREK-1 et une sous-unité du 
complexe de manteau protéique 1 (COP1), la βCOP, a été démontrée par double hybride chez la 
levure puis confirmée in vivo et in vitro dans des lignées cellulaires (Kim et al., 2010). Le complexe 
COP1 est impliqué dans la formation de vésicules Golgiennes de transports rétrograde et 
antérograde de protéines membranaires, notamment certains canaux K2P, TASK-1 et TASK-3 
 Mathie et a      1   O’Ke  y et a          Zuzarte et a       9). Alors que la liaison entre βCOP et 
les canaux TASK a lieu au niveau de l’appareil de Golgi et induit la rétention de ces canaux dans le 
réticulum endoplasmique, l’interaction entre βCOP et TREK-1 se ferait au niveau de la membrane 
plasmique où il y a colocalisation des partenaires. L’expression de βCOP augmente la densité de 
courant et l’expression à la membrane des canaux TREK-1. Ceci suggère que cette interaction 
facilite le transport antérograde de TREK-1 à la membrane plasmique (Kim et al., 2010). Cette 
interaction montre pour la première fois l’implication du domaine N-terminal dans la régulation 
du canal TREK-1 (Figure 16). 
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Le récepteur à la neurotensine 3 (NTSR3, aussi appelé gp95 ou sortiline) a récemment été 
impliqué dans le trafic intracellulaire du canal TREK-1 (Mazella et al., 2010). La majorité de la 
protéine NTSR3 est localisée dans l’appareil de Golgi où NTSR3 est impliqué dans le trafic de 
protéines. NTSR3 est également retrouvé à la membrane plasmique où il joue le rôle de récepteur 
ou de corécepteur à la neurotensine. NTSR3 se lie directement à TREK-1 dans l’appareil de Golgi 
et augmente l’expression de TREK-1 à la membrane et la densité de courant portée par TREK-1 
(Mazella et al., 2010). La maturation post-traductionnelle du domaine N-terminal extracellulaire 
de NTSR3 libère un propeptide de 44 acides aminés qui se fixe au complexe NTSR3/TREK-1 et 
déclenche l’endocytose du canal (Mazella et al., 2010).  
La spadin, que nous avons citée précédemment comme un bloqueur spécifique de TREK-
1, est un peptide synthétique dérivé du pro peptide de NTRS3 qui se lie sur le complexe NTSR3-














Figure 16 : Régulations et partenaires protéiques du canal TREK-1. TREK-1 est activé par les changements 
physicochimiques tels que l’étirement membranaire ou la déformation de la membrane plasmique, la 
température, et l’acidose intracellulaire. Une acidose extracellulaire, à l’inverse, inhibe TREK-1. Les acides gras 
polyinsaturés (PUFA) dont l’acide arachidonique (AA) et une large gamme d’anesthésiques volatils activent 
également TREK-1. L’activation des voies de signalisation Gs/Adénylate Cyclase/AMPc/PKA et Gq/PLC/DAG/PKC 
inhibent TREK-1 par la phosphorylation de résidus sérine de l’extrémité C-terminale (S300, S333 et S351). La spadin 
bloque également l’activité de TREK-1. Les protéines AKAP150 et Mtap2, deux partenaires protéiques du canal, se 
fixent sur le domaine C-terminal du canal. Le cluster de charges positives retrouvé dans cette région est un 
élément clé de la modulation du canal, il permet entre autre, une interaction avec la membrane plasmique via le 
PIP2. La βCOP quant à elle, se lie au niveau de l’extrémité N-terminale. Modifiée d’après Enyedi and Cziják, 2010 et 
Noël et al., 2011.  
 
INTRODUCTION 




3. Rôles physiologiques : étude des souris KO 
Les souris invalidées pour le gène TREK-1 (TREK-1-/-) ont été essentielles pour l’étude du 
rôle physiologique du canal. L’invalidation du gène a été réalisée par recombinaison homologue et 
a généré des souris en bonne santé, fertiles et sans anormalités morphologiques visibles 
(Heurteaux et al., 2004). L’analyse approfondie de leurs phénotypes a permis de révéler 
l’implication de TREK-1 dans diverses fonctions physiologiques telles que l’anesthésie générale, la 
neuroprotection, la dépression et la perception douloureuse, la vasodilatation (Gardener et al., 
2004; Goonetilleke and Quayle, 2012), la régulation du rythme cardiaque (Kelly et al., 2006; Li et 
al., 2006; Terrenoire et al., 2001), ainsi que la contraction du muscle utérin (Buxton et al., 2010; 
Monaghan et al., 2011). 
a. TREK-1 et anesthésie générale 
L’activation de TREK-1 par les anesthésiques généraux volatils induit une hyperpolarisation 
des cellules (Patel et al., 1999). Les souris TREK-1-/- sont significativement moins sensibles que les 
souris sauvages à plusieurs anesthésiques volatils, tels que l’halothane et le chloroforme (Franks 
and Honoré, 2004; Heurteaux et al., 2004; Patel et al., 1999). En effet, les souris KO sont 
insensibles à une concentration d’halothane qui est suffisante à anesthésier 100% de souris 
sauvage (Heurteaux et al., 2004). Elles restent néanmoins sensibles aux anesthésiques mais à des 
doses plus importantes, ce qui est vraisemblablement du fait du peu de sélectivité des 
anesthésiques volatiles, et par exemple de la sensibilité d’autres canaux K2P aux anesthésiques 
comme les canaux TASK. Ces études démontrent que l’activation du canal TREK-1 contribue aux 
mécanismes cellulaires de l’anesthésie générale.  
b. TREK-1 et neuroprotection 
Les souris TREK-1-/- sont plus susceptibles de développer une ischémie ou de l’épilepsie 
par rapport aux souris sauvages (Franks and Honoré, 2004; Heurteaux et al., 2004). Si on induit 
des crises épileptiques par injection de kaïnate, un activateur des récepteurs glutamatergiques, 
ou de pentylenetrazol, un inhibiteur des récepteur GABA, le taux de mortalité des souris KO est 
considérablement supérieur à celui des souris sauvages. De même, le taux de mortalité des souris 
TREK-1-/- après induction d’ischémies cérébrales bilatérales ou d’ischémies de la moelle épinière 
est nettement supérieur à celui des souris sauvages.  
Une injection intracérébroventriculaire (ICV) ou intraveineuse (IV) d’acide linoléique ou de 
lysophosphatidylcholine a un effet neuroprotecteur contre l’ischémie globale et les crises induites 
par le kaïnate (Blondeau et al., 2002; Lang-Lazdunski et al., 2003; Lauritzen et al., 2000). Cet effet 
est perdu chez les souris TREK-1-/- (Franks and Honoré, 2004; Heurteaux et al., 2004) indiquant 
que TREK-1 est essentiel à l’effet neuroprotecteur des lipides polyinsaturés. Dans ces conditions 
physiologiques et physiopathologiques, l’activité hyperpolarisante inhibitrice de TREK-1 pourrait 
avoir un effet neuroprotecteur. L’absence du canal chez les souris TREK-1-/- les rend plus 
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vulnérables à l’épilepsie et l’ischémie cérébrale.  TREK-1 est également activé par de nombreuses 
molécules ayant un effet neuroprotecteur comme le Riluzole, l’oxyde nitrique et le xénon (Duprat 
et al., 2000; Gruss et al., 2004). 
c. TREK-1 et dépression 
Les souris TREK-1-/- ne présentent pas de défaut majeur de leurs réflexes ou fonctions 
cognitives (Heurteaux et al., 2004, 2006). Par contre TREK-1 semble jouer un rôle essentiel dans 
le contrôle de l’humeur (Heurteaux et al., 2006). En effet, les souris TREK-1-/- présentent une 
neurotransmission par la sérotonine accrue et une résistance à la dépression. Dans des tests 
comportementaux évaluant l’état dépressif des animaux, les souris KO ont le même 
comportement que des souris sauvages traitées par un antidépresseur comme la fluoxetine. 
TREK-1 est inhibé par les récepteurs de la sérotonine qui est le neurotransmetteur impliqué dans 
les phénomènes de dépression et par la fluoxetine qui est un antidépresseur de référence 
(Kennard et al., 2005; Patel et al., 1998). Le traitement des souris TREK-1-/- n’a d’ailleurs pas 
d’effet, ce qui suggère que l’action de cette molécule passe par l’inhibition de TREK-1. Ce 
phénotype est cohérent avec les régulations connues de TREK-1 et son pattern d’expression 
cérébrale. TREK-1 est fortement exprimé dans les neurones sérotoninergiques du raphé et dans 
plusieurs zones cérébrales impliquées dans la dépression et dans la gestion des émotions comme 
le cortex préfrontal, l’amygdale et l’hypothalamus (Heurteaux et al., 2006). De plus, TREK-1 a 
donc un rôle majeur dans la dépression ce qui en fait une cible thérapeutique intéressante pour le 
traitement de cette pathologie. 
d. TREK-1 et perception douloureuse 
Le canal TREK-1 est modulé par des stimuli douloureux, mécaniques et thermiques. TREK-
1 est exprimé dans les neurones sensoriels de DRG de petit et moyen diamètre où il co-localise 
avec le canal TRPV1, un marqueur des nocicepteurs(Alloui et al., 2006; Maingret et al., 2000a; 
Talley et al., 2001). Il était donc logique d’étudier le comportement douloureux des souris 
invalidées pour TREK-1 afin d’évaluer l’implication du canal dans la nociception.  
Les souris TREK-1-/- sont plus sensibles à une augmentation de la température et leur seuil 
de sensibilité thermique est significativement abaissé par rapport aux souris sauvages (Alloui et 
al., 2006) (Figure 17C). L’étude de la thermo-sensibilité des fibres nociceptives isolées de souris 
TREK-1-/- par la technique de nerf-peau a montré que leur réponse à une augmentation de la 
température de 30°C à 50°C est plus prononcée que celle des fibres de souris sauvages (Alloui et 
al., 2006) (Figure 17A et B). L’absence du canal TREK-1 augmente la fraction de fibres sensibles au 
chaud (Noël et al., 2009). Par contre, l’absence de TREK-1 ne semble pas avoir d’impact sur la 
sensibilité au froid des souris TREK-1-/- puisque leur réponse à un test d’acétone n’est pas 
affectée. 
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Les souris TREK-1-/- présentent également une allodynie mécanique, c’est-à-dire que des 
stimuli mécaniques qui sont normalement non douloureux pour une souris sauvage deviennent 
douloureux pour les souris KO (Alloui et al., 2006).  
En conditions inflammatoires, on observe une sensibilisation des nocicepteurs dans 
laquelle le canal TRPV1 joue un rôle central (cf. introduction partie 2). Cette sensibilisation 
implique des médiateurs inflammatoires comme le PGE2, qui sensibilise TRPV1 via une voie 
PKA/PKC-dépendante (Moriyama et al., 2005). L’injection de carragénine dans la patte de 
l’animal, provoque une inflammation et induit chez les souris sauvages une hypersensibilité 
thermique (au chaud) et mécanique qui est réduite chez les souris TREK-1-/-(Alloui et al., 2006). 
TREK-1 semble donc jouer un rôle conséquent dans la sensibilisation des nocicepteurs pendant 
l’inflammation. Il est également intéressant de noter que le traitement chimiothérapique par 
l’oxaliplatine, qui induit une importante hypersensibilité au froid, réprime l’expression du canal 
TREK-1 (Descoeur et al., 2011). Cela suggère que la diminution de l’expression de TREK-1 est en 
partie responsable de l’hyperalgésie au froid produite par l’agent anticancéreux. 
L’ensemble de ces résultats établissent l’implication du canal TREK-1 dans la nociception 
mécanique et thermique. TREK-1 apparaît comme un important modulateur de l’activité des 
nocicepteurs, très certainement en s’opposant à leur dépolarisation par l’ouverture de canaux 





Figure 17 : Implication du canal TREK-1 dans la perception douloureuse. A. Enregistrement représentatif de la 
réponse de fibres C nociceptives TREK-1
-/-
 à une rampe chaude. Le panel du haut montre la décharge de 
potentiels d’action d’une fibre C-MH en réponse à une rampe chaude de 30°C à 50°C (panel bas). B. Réponses 
moyennes des fibres C-MH sauvages (TREK-1
+/+




noir). Les PA sont groupés par 5 degrés. 
C. Comparaison des comportements douloureux de souris TREK-1
+/+
 (blanc) et TREK-1
-/-
 (noir). Latences de retrait 
de la queue (gauche) et de léchage de la patte (droite) en réponse à un stimulus thermique nocif. D’après Alloui 
et al., 2006. 
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En plus des rôles que nous venons d’aborder, le canal TREK-1 contribue également à la 
vasodilatation (Gardener et al., 2004; Goonetilleke and Quayle, 2012), à la régulation du rythme 
cardiaque (Kelly et al., 2006; Li et al., 2006; Terrenoire et al., 2001), ainsi qu’à la contraction du 
muscle utérin (Buxton et al., 2010; Monaghan et al., 2011). 
B. Le canal TRAAK 
Le canal TRAAK est composé de deux sous-unités de 398 acides aminés chez la souris et 
de 393 acides aminés chez l’homme (Fink et al., 1996; Lesage et al., 2000b). Il présente 69% 
d’homologie avec le canal TREK-1 et sa topologie est similaire aux autres canaux de la famille des 
K2p (Brohawn et al., 2012). Son domaine C-terminal intracellulaire est plus long que celui de 
TREK-1 et c’est d’ailleurs la région qui comporte le moins d’homologie avec les autres canaux 
TREK-1 et TREK-2 (Brohawn et al., 2012; Fink et al., 1998). 
L’expression de TRAAK se limite essentiellement au système nerveux, placenta, testicules 
et aux cellules musculaires lisses de la paroi utérine (Fink et al., 1998; Lesage et al., 2000b; 
Medhurst et al., 2001; Talley et al., 2001; Tichenor et al., 2005). Il est faiblement exprimé dans 
l’embryon mais son expression augmente après la naissance (Aller and Wisden, 2008). Chez 
l’adulte, dans le système nerveux, TRAAK est majoritairement exprimé dans le cortex, 
l’hippocampe, l’amygdale, les noyaux caudés, le cervelet, la moelle épinière et la rétine (Fink et 
al., 1998; Medhurst et al., 2001; Talley et al., 2001). Tout comme TREK-1, le canal TRAAK est 
largement exprimé dans le système nerveux périphérique et en particulier dans les neurones 
sensoriels de DRG et des ganglions trijumeaux (Medhurst et al., 2001), ainsi que dans les 
afférences vagales (Zhao et al., 2010).  
Chez l’homme, deux isoformes de TRAAK ont été rapportées : TRAAKa composée de 393 
acides aminés et TRAAKb qui présente une extension de 26 acides aminés du domaine N-terminal 
(Lesage et al., 2000b; Ozaita and Vega-Saenz de Miera, 2002). Une version tronquée du canal 
composée uniquement de 67 acides aminés, TRAAKt, a été identifiée (Fink et al., 1998). Elle est 
identique à l’isoforme murine des résidus 1 à 63, ce qui comprend le domaine TM1 et la première 
partie de la boucle extracellulaire TM1P1. Le domaine P manquant étant nécessaire à la 
dimérisation et à l’intégrité du pore du canal, il est peu probable que ce variant puisse former un 
canal fonctionnel. TRAAKt ne semble pas interférer avec l’isoforme fonctionnelle du canal, alors 
que le niveau d’expression quasiment identique suggère un rôle de cette forme tronquée, qui 
pour l’instant reste inconnu (Fink et al., 1998). 
1. Propriétés électrophysiologiques 
Exprimé dans un système d’expression hétérologue, le canal TRAAK génère des courants 
instantanés qui ne s’inactivent pas et qui sont indépendants du potentiel de membrane (Fink et 
al., 1998). Ils présentent une rectification sortante qui, contrairement aux courants TREK-1 
disparaît en concentrations symétriques de potassium. La conductance unitaire du canal est 
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d’environ 45pS (Fink et al., 1998)Tout comme TREK-1, le canal TRAAK est caractérisé par un 
flickering important, et il hyperpolarise le potentiel membranaire des cellules qui l’expriment à 
des valeurs proches du potentiel d’équilibre du potassium (Fink et al., 1998).. 
2. Régulations et partenaires protéiques 
Le canal TRAAK tient son nom de sa forte sensibilité aux acides gras polyinsaturés et en 
particulier l’AA (Fink et al., 1998) (Figure 18). L’AA induit une stimulation drastique des courants 
TRAAK, sans modification de leur cinétique, qui est dose-dépendante, réversible et effective à 
tous les potentiels de membrane. Comme TREK-1, les canaux TRAAK sont activés par les 
lysophospholipides membranaires (Maingret et al., 2000b) ainsi que par les phospholipides 
membranaires tel que le PIP2 (Lopes et al., 2005) et ils sont insensibles aux acides gras saturés 
(Fink et al., 1998).  
Comme les canaux TREK-1, les canaux TRAAK ne sont pas inhibés par les bloqueurs 
classiques des canaux potassiques comme le TEA et la 4-AP (Fink et al., 1998). Le Riluzole active 
de façon réversible et durable les canaux TRAAK, alors qu’il n’active les canaux TREK-1 que de 
façon transitoire (Duprat et al., 2000). Cette différence résulte de l’absence de régulation des 
canaux TRAAK par phosphorylation par la PKA, alors que la PKA est elle-même activée par le 
Riluzole (Duprat et al., 2000). Le canal TRAAK est insensible à une acidification du milieu 
extracellulaire par contre, il est activé par une alcalinisation (Kim et al., 2001). Les anesthésiques 
locaux et généraux qui inhibent TREK-1 n’ont pas d’effet sur le canal TRAAK et il en est de même 
A B
Figure 18 : TRAAK est activé par les acides gras. A. Stimulation du canal par l’acide 
arachidonique (AA).Courants TRAAK avec ou sans AA 10µM. Enregistrements en 
configuration cellule entière de cellules COS transfectées. B. Activation réversible de 
TRAAK par l’AA. Courbes I/V obtenues par application de rampes de voltage avant 
(control), après 3min de perfusion d’AA 10µM et après rinçage (wash). D’après Fink 
et al., 1998. 
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pour la PKA et la PKC et donc, par extension, pour les récepteurs couplés aux protéines G (Fink et 
al., 1998; Mathie, 2007). Les partenaires protéiques du canal TREK-1 comme l’AKAP150 ou Mtap2 
n’interagissent pas avec TRAAK (Sandoz et al., 2006, 2008). Comme indiqué précédemment, le 
domaine C-terminal du canal TREK-1 est indispensable à un grand nombre de modulation de 
l’activité du canal ainsi qu’à son interaction avec ses différents partenaires protéiques. Le 
domaine C-terminal de TRAAK ne présente que 50% d’identité avec celui de TREK-1 ce qui 
expliquerait les divergences de modulations observées entre les deux canaux (Kim et al., 2001).  
Malgré cela, le canal TRAAK partage avec TREK-1 sa sensibilité à l’étirement membranaire 
(Maingret et al., 1999b). Une courbure convexe de la membrane plasmique active le canal (Figure 
19A). Cet effet est conservé en patch excisé. TRAAK, comme TREK-1, est donc probablement 
directement activé par la bicouche lipidique en l'absence de tous les autres composants 
cellulaires (Brohawn et al., 2014). Le trinitrophénol, un agent crénateur, active également le canal 
tandis qu’une déformation concave de la membrane n’a pas d’effet. Le canal TRAAK semble donc 
spécifiquement activé par une déformation convexe de la membrane (Maingret et al., 1999b) 
(Figure 19B). La désorganisation du cytosquelette d’actine par l’application de colchicine ou 
l’excision du patch renforce l’activation mécanique du canal TRAAK, suggérant que le 
cytosquelette exerce une inhibition tonique sur le canal (Maingret et al., 1999b).Il est intéressant 
de noter qu’il existe un fort effet synergique du pH alcalin et de l’AA sur la mécanosensibilité de 
TRAAK (Kim et al., 2001). En effet, l’activation de TRAAK par un étirement de la membrane est 




Figure 19 : TRAAK est un canal mécanosensible. A. Activation graduelle et réversible du 
canal TRAAK par la pression négative. Enregistrements de patch-clamp de cellules COS 
transfectées, en configuration inside-out. B. Activation spécifique par une pression 
négative. Les courbes I/V montrent que seule la pression négative active le canal. 
L’insert représente les probabilités d’ouverture du canal (NPo) en fonction de la 
pression appliquée à la membrane. D’après Maingret et al. 1999b. 
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Une autre propriété commune entre le canal TRAAK et TREK-1 est sa sensibilité thermique 
(Kang et al., 2005; Noël et al., 2009). Dans un système d’expression hétérologue, les courants 
TRAAK sont activés par une augmentation de la température entre 24°C et 42°C (Figure 20), avec 
un seuil de sensibilité thermique autour de 31°C. Le chaud augmente la fréquence d’ouverture du 
canal mais aussi réduit son temps d’ouverture (Kang et al., 2005). Cette thermo-sensibilité a 
également été observée dans des systèmes natifs et en particulier dans les neurones sensoriels de 
DRG. 
 
3. Rôles physiologiques : étude des souris KO 
C’est grâce à l’utilisation de souris invalidées pour le canal TRAAK (TRAAK-/-) que l’on a pu 
étudier les rôles physiologiques du canal (Heurteaux et al., 2004). Ces souris ne présentent 
aucune anormalité morphologique, elles sont en bonne santé et fertiles (Heurteaux et al., 2004; 
Laigle et al., 2012). 
TRAAK est un canal hyperpolarisant et inhibiteur, fortement exprimé dans le SNC, 
pourtant les souris invalidées pour le canal ne sont pas plus sujettes aux épilepsies ou aux 
ischémies cérébrales que les souris sauvages (Heurteaux et al., 2004). Une étude récente a 
cependant montré, dans un modèle d’ischémie cérébrale focale, que le volume de tissu lésé est 
moins important chez les souris TRAAK-/- que chez les souris sauvages (Laigle et al., 2012). Après 




Figure 20 : TRAAK est un canal thermosensible. Augmentation des courants TRAAK en 
réponse à l’augmentation de la température : cellules COS transfectées, enregistrements 
en configuration cellule entière (A), cellule attachée (B et C). D’après Kang et al., 2005. 
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chez les souris KO et leur métabolisme et pH cérébraux est préservée en comparaison avec les 
souris sauvages. Le canal TRAAK pourrait donc être impliqué dans les atteintes tissulaires qui 
résultent d’une ischémie cérébrale. 
L’étude des souris TRAAK-/- a permis de mettre en évidence un rôle du canal dans la 
perception douloureuse (Noël et al., 2009). Les souris invalidées présentent une hypersensibilité 
mécanique et thermique (Figure 21C). L’absence du canal TRAAK, chez la souris TRAAK-/-, 
augmente la proportion de neurones de DRG (Figure 21A) et de fibres C nociceptives sensibles au 
chaud. L’activité des fibres C en réponse à une augmentation de la température est augmentée 
(Figure 21B). Les souris TRAAK-/- présentent une hyperalgésie thermique entre 44°C et 50°C (Noël 




Figure 21 : Implication du canal TRAAK dans la perception du chaud. A. La délétion du canal augmente la fraction de 
neurones de DRG en culture activés par le chaud. Sensibilité au chaud des neurones de DRG mesurée par imagerie 
calcique. B. La délétion du canal TRAAK augmente la réponse des fibres C thermosensibles. En haut : 




 en réponse à une rampe chaude 
(technique de nerf-peau) ; en bas : fréquence moyenne de décharge en réponse à l’augmentation de 
température (Hz) des fibres C sauvages (WT, blanc), TRAAK
-/-




. C. Comparaison des 
comportements douloureux de souris WT, TRAAK
-/-




. Latences de retrait de la queue 
(gauche) en réponse à un stimulus thermique nocif.Modifiée d’après Noël et al., 2009. 
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Tout comme les souris TREK-1-/-, les souris invalidées pour TRAAK ne présentent pas 
d’hypersensibilité au froid. Mais l’étude de souris double KO TREK-1-/- - TRAAK-/- a révélé que la 
délétion des deux canaux altère la sensibilité des souris aux températures froides (Noël et al., 
2009). Chez ces souris on observe une augmentation des fractions de neurones de DRG et de 
fibres nociceptives sensibles au froid (Figure 22A). L’activité des fibres C sensibles au froid est plus 
intense en réponse au refroidissement (Figure 22B). Les souris invalidées pour TRAAK ont une 




Figure 22 : Implication des canaux TRAAK et TREK-1 dans la perception du froid. 
A. Fraction de neurones de DRG sensibles au froid. Mesurée par imagerie 
caclcique La délétion du canal TRAAK seul ne modifie pas la fraction de 
neurones de DRG en culture activés par le froid alors que la double délétion 
de TRAAK et de TREK-1 l’augmente. B. Activité des fibres C sensibles au froid. : 





 (noir) en réponse à l’augmentation de température (Hz), mesurée, 
par la technique de nerf-peau. C. Comportement thermique des souris 
délétées pour TRAAK et/ou TREK-1.Latences d’apparition de signes de douleur 
en réponse au froid nocif. Modifiée d’après Noël et al., 2009. 
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Les canaux TREK-1 et TRAAK collaborent donc pour la perception du froid nocif, ce qui 
laisse supposer que TREK-1 et TRAAK sont coexprimés dans certains neurones sensoriels activés 
par le froid. TRAAK est également impliqué dans l’hyperalgésie au froid induite par l’oxaliplatine 
(Descoeur et al., 2011). Le traitement à l’oxaliplatine diminue l’expression du canal dans les 
neurones de DRG et les souris invalidées pour TREK-1 et TRAAK ne développent pas 
d’hypersensibilité au froid comme les souris sauvages. 
 
Le canal TRAAK, seul ou associé avec TREK-1, joue donc un rôle essentiel dans la 
perception douloureuse thermique et mécanique. Il a été proposé que ces canaux exercent un  
contrôle thermo-dépendant du potentiel de membrane des neurones sensoriels. Dans des 
gammes de températures physiologiques, soit entre 17°C et 42°C, TREK-1 et TRAAK sont ouverts 
et hyperpolarisent la membrane plasmique ce qui inactive les neurones nociceptifs dans cette 
gamme de températures non douloureuses. Les températures extrêmes, douloureuses, réduisent 
progressivement l’activité des canaux TREK-1 et TRAAK, diminuant l’importance de ces canaux 
pour l’hyperpolarisation de la membrane et laissant place à la dépolarisation produite par des 
canaux thermosensibles excitateurs comme les canaux thermo-TRP (Noël et al., 2009) (Figure 23). 
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Figure 23 : Rôle des canaux TREK-1 et TRAAK dans la thermo sensibilité des nocicepteurs.            
A. Modèle de fonctionnement de TREK-1 et TRAAK dans la perception thermique. À des 
températures physiologiques, les canaux thermosensibles TREK-1 et TRAAK sont ouverts, ils 
hyperpolarisent la membrane plasmique et impose l’inactivation des nocicepteurs. Les 
températures extrêmes, chaudes ou froides, causent le déclin progressif de la contribution 
hyperpolarisante de TREK-1 et TRAAK face à la forte activation de canaux dépolarisants 
sensibles au chaud ou au froid. Les canaux excitateurs peuvent travailler en association avec 
TREK-1 ou TRAAK seuls ou avec la combinaison des deux canaux K2P. B. Activité des canaux TREK 
et TRP en fonction de la température. Le seuil de sensibilité douloureux (lignes en pointillés) 
chaud ou froid va dépendre du type d’association entre les canaux excitateurs (probablement 
les TRP thermosensibles) et les canaux TREK-1 et TRAAK. Modifiée d’après Noël et al., 2009. 
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C. Le canal TREK-2 
Le canal TREK-2 a été identifié comme nouveau membre de la sous-famille de canaux 
mécano-sensibles TREK en 2000 (Bang et al., 2000). C’est une protéine composée de 538 acides 
aminés qui présente 63% d’identité et 78% d’homologie avec TREK-1. Il présente un court 
domaine N-terminal, une grande boucle extracellulaire entre les domaines TM1 et P1 et une 
longue extrémité C-terminale, des propriétés structurales partagées par l’ensemble des canaux 
K2P (Bang et al., 2000). La principale différence entre TREK-2 et les autres membres de sa sous-
famille est la taille de son extrémité C-terminale qui comprend environ 80 acides aminés de plus 
que TREK-1. Son organisation génomique est très proche de celle de TREK-1 et TRAAK (Lesage et 
al., 2000a).  
Dans le SNC, l’expression de TREK-2 est faible dans le cortex mais il est plus présent dans 
l’hippocampe, le striatum et le bulbe olfactif (Bang et al., 2000; Han et al., 2002; Talley et al., 
2001). Son expression n’est pas restreinte aux neurones puisqu’on le retrouve également dans les 
astrocytes (Gnatenco et al., 2002). Dans le SNP, le canal TREK-2 est fortement exprimé dans les 
neurones sensoriels des DRG et des ganglions trijumeaux (Kang and Kim, 2006; Kang et al., 2005; 
Marsh et al., 2012; Medhurst et al., 2001). Il est d’ailleurs, avec le canal TRESK, l’un des canaux K2P 
les plus exprimés dans les neurones de DRG (Kang and Kim, 2006). Une récente étude a montré 
que TREK-2 était spécifiquement exprimé dans les neurones de DRG IB4-positifs, qui représentent 
environ 70% des nocicepteurs de type C (Acosta et al., 2014).  
En dehors du système nerveux, TREK-2 est exprimé dans la rate, les testicules, le pancréas et le 
foie. On le retrouve également exprimé, à un niveau plus faible, dans le placenta, les poumons, le 
foie, le colon, l’intestin grêle et les oreillettes du cœur (Bang et al., 2000; Gu et al., 2002; Lesage 
et al., 2000a; Zhang et al., 2008). 
Chez l’homme, il existe trois variants d’épissage du premier exon du gène codant pour 
TREK-2 (Gu et al., 2002; Lesage et al., 2000a). Ces variants, appelés hTREK-2 a, -2b et -2c, 
diffèrent principalement dans leur région 5’ UTR et dans leur région codant pour les 30 premiers 
acides aminés de la protéine. hTREK-2a est un polypeptide de 538 acides aminés (Lesage et al., 
2000a), tandis que hTREK-2b et -2c sont constitués de 508 acides aminés (Gu et al., 2002). Il est 
intéressant de noter que hTREK-2b possède un site de phosphorylation par la PKC dans son 
domaine N-terminal qu’on ne retrouve pas chez les deux autres variants (Gu et al., 2002). Même 
si les différentes isoformes humaines du canal possèdent les mêmes caractéristiques 
fonctionnelles principales, elles ont des patterns d’expression différents. Alors que hTREK-2a est 
fortement exprimé dans le cerveau, le pancréas et le rein et plus faiblement dans les testicules et 
le muscle lisse de l’intestin (Lesage et al., 2000a), hTREK-2-b est retrouvé principalement dans le 
rein et le pancréas et hTREK-2c est majoritairement localisé dans le cerveau (Talley et al., 2001). 
Récemment, des variants d’épissage de TREK-2 ont été identifiés chez la souris (Mirkovic and 
Wickman, 2011) : une forme tronquée de TREK-2 qui possède deux domaines TM et un domaine 
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P (TREK-2-1p) et trois isoformes qui diffèrent par leur extrémité N-terminale TREK-2-a, 2b et 2c. 
Le pattern d’expression des différents variants murins est sensiblement similaire, mais le variant 
TREK-2b génère des courants sensiblement plus importants que les autres isoformes et il est plus 
fortement exprimé à la membrane plasmique (Mirkovic and Wickman, 2011).  
Comme pour le canal TREK-1, l’hétérogénéité du canal est augmentée par la présence de sites 
d’initiation de la traduction alternatifs. Il en existe trois en tout, qui produisent trois isoformes 
différentes : une longue, une intermédiaire à laquelle il manque les 54 premiers acides aminés, et 
une courte, avec 66 acides aminés en moins (Simkin et al., 2008). Ces isoformes de l’extrémité N-
terminale ont les mêmes propriétés de régulation, seule leur conductance unitaire est modifiée. 
Le canal intégral présente une conductance autour de 52pS alors que les isoformes plus courtes 
issues du 2ème ou 3ème site d’initiation ont des conductances plus grandes, entre 185 et 224pS 
(Simkin et al., 2008). 
1. Propriétés électrophysiologiques 
Le canal TREK-2, exprimé dans des systèmes d’expression hétérologue, génère des 
courants instantanés qui ne s’inactivent pas (Lesage et al., 2000a). Comme les courants TREK-1, ils 
présentent une rectification sortante qui persiste en conditions de potassium symétrique. 
Lorsque la concentration extracellulaire est riche en K+ (150mM), on observe un courant entrant 
qui n’est pas visible en conditions physiologiques (5mM de K+). Le canal est caractérisé par un 
flickering important, tout comme les autres membres de sa sous-famille (Lesage et al., 2000a). 
2. Régulations et partenaires protéiques 
Le canal TREK-2 étant très similaire à TREK-1, il partage la grande majorité de ses 
régulations. Il est insensible au TEA, à la 4-AP et au baryum, et partiellement inhibé par la 
quinidine (Bang et al., 2000). Il est activé par les anesthésiques volatils tels que l’isoflurane, 
l’halothane et le chloroforme (Patel et al., 1999) ainsi que par le Riluzole, de façon transitoire 
(Cadaveira-Mosquera et al., 2011; Duprat et al., 2000), et le zinc (Kim et al., 2005). D’autre part, 
le canal TREK-2 est inhibé par l’agent antipsychotique chlorpromazine (Thümmler et al., 2007) et 
par l’inhibiteur sélectif de la recapture de la sérotonine, la fluoxétine (Cadaveira-Mosquera et al., 
2011). 
TREK-2 est sensible à l’étirement membranaire (Lesage et al., 2000a). L’application d’une 
pression négative en configuration inside-out induit une forte activation du canal qui est 
réversible et indépendante du cytosol et du cytosquelette. Cette activation peut être provoquée 
quel que soit le potentiel membranaire, et le niveau d’activation augmente avec la dépolarisation 
de la membrane (Lesage et al., 2000a) (Figure 24). 
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Tout comme les autres membres de sa sous-famille, TREK-2 est un canal thermosensible 
(Kang et al., 2005). Une augmentation progressive de la température (~0,1°C.s-1) entraîne une 
augmentation graduelle des courants TREK-2. Cette augmentation est voltage-indépendante car 
similaire à des potentiels membranaires différents. Entre 24°C et 37°C, l’activité du canal 
augmente près de 14 fois tous les 10°C (Kang et al., 2005). Le seuil d’activation de TREK-2 se 
trouve autour de 25°C, il est donc actif à des températures physiologiques (~37°C). 
L’augmentation de l’activité de TREK-2 induite par la température est entièrement due à 
l’augmentation de la probabilité d’ouverture du canal et elle est observable à la fois dans les 




Figure 24 : TREK-2 est un canal mécanosensible. A. Activation 
réversible du canal TREK-2 par l’étirement membranaire. B. Effet 
de l’augmentation de l’intensité du stimulus mécanique sur les 
courants TREK-2. C. Effet du potentiel de membrane sur la 
mécanosensibilité du canal TREK-2. Enregistrements de patch-
clamp de Cellules COS transfectées en configuration inside-out. 
D’après Lesage et al., 2000a. 
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Les courants TREK-2 sont fortement augmentés de façon réversible par l’application d’AA 
(Lesage et al., 2000a). Comme TREK-1, le canal est également activé par d’autres acides gras 
polyinsaturés comme l’acide linoléique et par la LPC mais pas par les acides gras saturés comme 
l’acide palmitique (Lesage et al., 2000a). 
Le canal TREK-2 est également modulé par les variations de pH intra- et extracellulaires 
(Lesage et al., 2000a; Sandoz et al., 2009). L’acidification du milieu intracellulaire induit une forte 
augmentation réversible des courants TREK-2, quel que soit le potentiel de membrane (Lesage et 
al., 2000a), ce qui a également été observé pour le canal TREK-1. Néanmoins, contrairement à 
TREK-1 qui est inhibé par une acidification du milieu extracellulaire, le canal TREK-2 est lui activé 
par cette acidification (Sandoz et al., 2009). Le résidu responsable de la sensibilité au proton du 
canal est une histidine (H151) située dans la boucle extracellulaire TM1P1, équivalente de 
l’histidine H126 du canal TREK-1. La différence de comportement observée entre TREK-1 et TREK-
2 vis-à-vis du pH extracellulaire serait due à des résidus présents sur la boucle P2TM4 qui relie le 
2nd domaines pore au 4ème domaine TM (Sandoz et al., 2009). 
A B
C D
Figure 25 : TREK-2 est un canal thermosensible. A. Activation du canal TREK-2 dans des gammes 
de température physiologique. B. Activation réversible de TREK-2 par le froid et le chaud. C. 
Activation graduelle de TREK-2 par la température. Courbes I/V obtenues par application de 
rampes de voltage à différentes températures. D. Effet de la température sur les courants 
TREK-2. Ratio normalisé de l’amplitude moyenne des courants. Enregistrements de patch-
clamp de cellules COS transfectées en configuration cellule entière. D’après Kang et al., 2005. 
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TREK-2 possède des sites de phosphorylation pour à la fois la PKA et la PKC (Bang et al., 
2000) et pourrait donc être potentiellement modulé par ces deux protéines kinases, tout comme 
TREK-1. La phosphorylation du canal par la PKA induit une diminution significative des courants 
TREK-2, qui est également observable si on augmente les niveaux d’AMPc cellulaire (Bang et al., 
2000). Par contre, la phosphorylation de TREK-2 par la PKC n’a aucun effet sur l’activité du canal 
(Bang et al., 2000).   
Pa extension, les canaux TREK-2 sont donc capables d’être modulés par des récepteurs couplés à 
des protéines G dont l’activation mène à l’activation ou l’inhibition de la PKA. Il n’est pas 
surprenant alors de voir que TREK-2 est inhibé par des récepteurs couplés à la protéine Gs comme 
certains récepteurs sérotoninergiques (5HT4sR) (Lesage et al., 2000a) qui mènent à l’activation de 
la PKA. Inversement, des récepteurs couplés à la protéine Gi, qui diminuent la phosphorylation par 
la PKA, activent TREK-2 comme c’est la cas pour les récepteurs mGluR2 (Lesage et al., 2000a). 
Alors que la phosphorylation par la PKC n’a pas d’effet sur l’activité de TREK-2, il a été rapporté 
que certains récepteurs couplés à la protéine Gq, comme les récepteurs glutamatergiques mGluR1 
ou les récepteurs muscariniques M3, qui induisent une activation de la PKC, inhibent TREK-2 
(Chemin et al., 2003; Kang et al., 2006; Lesage et al., 2000a). Cela s’expliquerait par le fait que le 
DAG et la PLC, qui font partie de la voie de signalisation Gq, sont capables d’inhiber TREK-2 
(Chemin et al., 2003; Kang et al., 2006). La diminution de l’activité de TREK-2 par la protéine Gq ne 
passerait donc pas par la phosphorylation du canal par la PKC mais plutôt par l’effet d’autres 
messagers secondaires comme le DAG et la LPC. 
La similarité des extrémités C-terminales des canaux TREK-1 et TREK-2 fait qu’ils partagent 
également certains partenaires protéiques. En effet, il a été montré que les protéines AKAP150 et 
Mtap2 étaient capables d’interagir à la fois avec TREK-1 et TREK-2 (Sandoz et al., 2006, 2008). 
3. Rôles physiologiques : étude des souris KO 
Les régulations de TREK-2 étant pour la grande majorité identiques à celles du canal TREK-
1, on peut supposer que les deux canaux remplissent les mêmes rôles. Mais contrairement à 
TREK-1, la pertinence physiologique de TREK-2 est encore mal connue, en particulier à cause du 
peu d’études réalisées sur les souris invalidées pour ce canal (TREK-2-/-). Néanmoins, différentes 
études ont proposé que TREK-2 puisse être impliqué dans la neuroprotection (Kucheryavykh et 
al., 2009), dans les processus de mémorisation (Deng et al., 2009; Xiao et al., 2009) ou encore la 
prolifération de cellules cancéreuses (Park et al., 2013). 
L’implication de TREK-2 dans des processus de neuroprotection ne serait pas surprenante 
puisque, comme TREK-1 et TRAAK, il est activé par de nombreux agents neuroprotecteurs, 
incluant les acides gras polyinsaturés ou le Riluzole. L’induction d’une ischémie cérébrale 
augmente l’expression de TREK-2 dans les astrocytes, ce qui favorise le maintien de leur potentiel 
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de membrane et aide à limiter l’excitotoxicité du glutamate en abaissant ses concentrations 
extracellulaires (Kucheryavykh et al., 2009).  
TREK-2 est exprimé dans le cortex entorhinal qui intervient dans la consolidation de la 
mémoire (Haist et al., 2001; Steffenach et al., 2005). Il a été montré que les canaux TREK-2 
diminuent l’excitabilité neuronale dans le cortex entorhinal, intervenant alors dans la diminution 
de l’apprentissage spatial, et cela via leur activation par les récepteurs GABAB, couplés à une 
protéine Gi (Deng et al., 2009). Ce même type de dépression de l’excitabilité neuronale dans le 
cortex entorhinal peut être induit par les récepteurs adrénergiques α2A qui, via une protéine Gi, 
activent TREK-2 (Xiao et al., 2009). Ces deux études laissent supposer que TREK-2 jouerait un rôle 
dans la consolidation de la mémoire. Néanmoins, il est intéressant de noter que les souris TREK-2-
/- ne présentent pas de défaut d’apprentissage (Mirkovic et al., 2012). 
Plus récemment, on a identifié le canal TREK-2 dans des cellules de carcinome de la vessie 
(253J) (Park et al., 2013). TREK-2 est surexprimé dans ces cellules, et il favorise leur prolifération. 
Du fait du manque de pharmacologie spécifique pour ces canaux, c’est l’étude des souris 
TREK-2-/- qui permettra de déterminer précisément quels sont ses rôles physiologiques. Ces 
souris, générées en 2009 (Guyon et al., 2009) sont en bonne santé et ne présentent pas de 
différence morphologique notable avec les souris sauvages (Mirkovic et al., 2012). La délétion du 
canal n’affecte d’ailleurs en rien l’activité motrice de l’animal, ni ses capacités d’apprentissage. 
L’absence de TREK-2 n’a pas non plus d’effet sur l’anxiété et la dépression de l’animal (Mirkovic et 
al., 2012). 
À mon arrivée au laboratoire, aucune étude ne s’était intéressée au rôle que pourrait 
jouer le canal TREK-2 dans la perception douloureuse. Pourtant, sa forte expression dans les 
neurones sensoriels de DRG et ses sensibilités thermique et mécanique laissent supposer qu’il 
pourrait être un canal important pour la modulation du signal douloureux. Une partie de mon 
projet de thèse a porté sur l’étude du rôle de TREK-2 dans la douleur. Pour cela, j’ai utilisé des 
souris invalidées pour TREK-2 et des souris invalidées pour les trois canaux TREK (TREK-1-/--TREK-2-
/--TRAAK-/-) afin de déterminer quels étaient les rôles de chacun de ces canaux dans la perception 
douloureuse. 
 
Les canaux potassiques ont un rôle majeur dans la modulation du message douloureux et 
plusieurs d’entre eux interviennent dans les effets de différents antalgiques, en particulier dans 
l’action de la morphine (Ocaña et al., 2004). Dans cette dernière partie, nous allons brièvement 
présenter les principaux canaux potassiques qui ont été impliqués dans les effets antalgiques de la 
morphine. 
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IV L’ANALGÉSIE PAR LA MORPHINE : RÔLE DES 
CANAUX POTASSIQUES 
Les opioïdes, comme la morphine, sont les analgésiques les plus couramment utilisés dans 
le traitement de douleurs sévères. Leurs effets sont produits par trois récepteurs opioïdes (OR) : 
µOR, δOR et κOR (Kieffer and Gavériaux-Ruff, 2002) qui sont des récepteurs couplés aux 
protéines Gi et Go. Ces trois récepteurs sont exprimés dans l’ensemble du SN, dans les neurones 
sensoriels somatiques et viscéraux, dans les neurones de projections et les interneurones de la 
moelle épinière, dans le mésencéphale et le cortex (Mansour et al., 1995). Les trois types de 
récepteurs opioïdes ont été identifiés dans les corps cellulaires des neurones sensoriels de DRG 
(Stein et al., 2001) ainsi que dans les terminaisons des fibres afférentes primaires chez les 
rongeurs (Coggeshall et al., 1997; Fields et al., 1980; Mousa et al., 2001; Wenk and Honda, 1999) 
et chez l’homme (Stein et al., 1996). Des études de colocalisation ont montré la présence des 
récepteurs opioïdes dans les fibres sensorielles de type A et C (Paré et al., 2001). Les OR sont 
exprimés dans les fibres viscérales exprimant TRPV1 (Poonyachoti et al., 2002) et dans les 
neurones IB4-, SP- ou CGRP-positives (Borgland et al., 2001; Minami et al., 1995; Wenk and 
Honda, 1999). Chez la souris, l’expression du récepteur µOR dans les fibres sensorielles serait plus 
spécialement restreinte aux fibres non myélinisées exprimant TRPV1, bien qu’il soit également 
présent dans certaines fibres de type Aδ (Scherrer et al., 2009). 
Les récepteurs opioïdes inhibent directement la transmission du message douloureux 
dans les voies ascendantes de la douleur, y compris dans les fibres afférentes primaires (Stein and 
Machelska, 2011; Wang et al., 1996) et dans la moelle épinière (Glaum et al., 1994; Grudt and 
Williams, 1994; Wang et al., 1996). 
Malgré l’utilisation répandue des opioïdes pour contrôler la douleur, leur efficacité 
clinique est contrebalancée par des effets secondaires importants : dépression respiratoire, 
nausées, constipation et surtout une forte dépendance (Benyamin et al., 2008). Il a été montré 
que le récepteur µOR est responsable à la fois des effets analgésiques de la morphine et de ses 
effets secondaires (Matthes et al., 1996), ce qui fait de ce récepteur une cible intéressante pour 
l’étude des voies de signalisation impliquées dans les effets de la morphine.  
L’activation de ces récepteurs peut déclencher différentes voies de signalisation qui 
diminuent l’excitabilité des terminaisons nociceptives et réduisent la propagation des PAs dans les 
neurones sensoriels. Cet effet est dû à l’activation de la protéine Go/i, couplée au récepteur, qui 
inhibe l’AC et donc la PKA, réduisant la phosphorylation de canaux calciques voltage-dépendants 
(Heinke et al., 2011), de canaux sodiques voltage dépendants (Gold and Levine, 1996) et 
favorisant l’activation de certains canaux potassiques en particulier les canaux KATP et les canaux 
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GIRK (Afify et al., 2013; Ikeda et al., 2000; Ocaña et al., 1990; Rodrigues and Duarte, 2000; 
Torrecilla et al., 2002).  
La première étude qui a suggéré un rôle des canaux potassiques dans l’effet antalgique de 
la morphine médié par les récepteurs µOR a montré qu’un bloqueur des canaux KATP , le 
gibenclamide, est capable d’altérer l’analgésie thermique induite par la morphine lorsqu’elle est 
injectée en sous-cutané (Ocaña et al., 1990). Par la suite, plusieurs études ont proposé que 
l’activation des KATP joue un rôle important dans l’effet antalgique de la morphine tant au niveau 
spinal (Asano et al., 2000; Kang et al., 1998; Welch and Dunlow, 1993) qu’au niveau des centres 
supra-spinaux (Lohmann and Welch, 1999; Narita et al., 1992, 1993; Raffa and Martinez, 1995). À 
ces deux niveaux, le blocage des canaux KATP réduit l’analgésie induite par la morphine (Kang et 
al., 1998; Narita et al., 1992; Raffa and Martinez, 1995; Welch and Dunlow, 1993) alors que leur 
activation la potentialise (Asano et al., 2000; Lohmann and Welch, 1999; Narita et al., 1993). De 
plus, les canaux KATP semblent intervenir dans l’effet antalgique de la morphine au niveau des 
neurones sensoriels périphériques (Rodrigues and Duarte, 2000). Enfin une étude récente montre 
une implication des canaux KATP dans l’effet antalgique de la morphine en conditions 
inflammatoires (Afify et al., 2013). 
Les canaux GIRK, canaux potassiques activés par les protéines G, ont été largement 
impliqués dans l’analgésie induite par les opioïdes (Cruz et al., 2008; Marker et al., 2004, 2005). 
Chez des animaux portant une mutation du canal GIRK2, l’effet analgésique d’une injection de 
morphine est largement diminué (Ikeda et al., 2000). D’autre part, la diminution de l’expression 
des canaux GIRK1 et GIRK2 dans la corne dorsale de la moelle épinière induit une réduction de 
l’analgésie induite par une injection intrathécale (IT) de morphine (Marker et al., 2004), suggérant 
un rôle de ces canaux dans l’effet central de la morphine. Une injection en sous-cutané (SC) 
produit également moins d’analgésie chez ces souris KO pour GIRK1 et GIRK2 par rapport à des 
souris sauvages (Marker et al., 2002; Mitrovic et al., 2003). Mais il faut noter que le rôle de GIRK2 
semble dépendre du type de douleur testé (Mitrovic et al., 2003). Les souris délétées du canal 
GIRK3 présentent elles aussi une diminution de l’effet analgésique de la morphine mais beaucoup 
moins forte que celle observée chez les souris GIRK2-/- (Marker et al., 2002, 2004). Plus 
récemment, une étude a montré que le canal GIRK2 était essentiel dans l’analgésie périphérique 
induite par la morphine chez l’humain et le rat (Nockemann et al., 2013).  
Néanmoins, l’ensemble de ces études ne démontrent qu’un rôle partiel des canaux GIRK dans 
l’effet analgésique produit par de fortes doses de morphine. 
Quelques études ont aussi évalué un rôle possible des canaux KCa dans l’analgésie induite 
par la morphine. Mais le blocage des courants SK ou BK, par l’apamine et la charybdotoxine 
respectivement, administrés en IT ou en intra-plantaire n’affectent pas l’effet antalgique de la 
morphine (Rodrigues and Duarte, 2000; Welch and Dunlow, 1993). Il semblerait donc que les 
canaux KCa ne participent pas à l’effet antalgique de la morphine. 
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Les canaux TREK sont exprimés à la fois dans les nocicepteurs et les neurones de la corne 
dorsale de la moelle épinière et, étant modulés par les récepteurs couplés aux protéines Gi, ce 
sont d’excellents candidats pour intervenir dans l’effet analgésique de la morphine. 
Durant ma thèse, j’ai cherché à évaluer quel était le rôle des canaux TREK dans l’effet 















PARTIE 1 : ÉTUDE DU RÔLE DES CANAUX 
TREK DANS L’ANALGÉSIE PAR LA MORPHINE 
 
Dans cette étude, nous avons cherché à évaluer, par une approche électrophysiologique, 
quel était le rôle des canaux TREK dans l’effet antalgique de la morphine, à la fois au niveau ces 
neurones de la moelle épinière et des neurones sensoriels périphériques. 
I RÉSULTATS 
A. Couplage fonctionnel entre les canaux TREK et les 
récepteurs opioïdes 
Afin de déterminer s’il existe une relation entre les canaux TREK et la morphine, nous 
avons étudié par la technique de patch-clamp en configuration potentiel imposé sur cellule 
entière l’effet de la morphine sur les courants TREK dans des systèmes d’expression hétérologue. 
Pour cela, nous avons co-exprimé les canaux TREK dans des cellules COS avec les récepteurs 
opioïdes et mesuré l’activité des canaux TREK par des rampes continues de potentiel imposé de -
100mV à +50mV en présence ou non de morphine à 10µM. L’ouverture des canaux va entraîner 
un redressement de la courbe courant/voltage. Nous avons contrôlé la présence des canaux TREK 
dans les cellules par l’application d’acide arachidonique (AA) 10µM, un fort activateur de ces 
canaux. 
1. Le canal TREK-1 et les récepteurs opioïdes 
Nous avons d’abord observé l’effet de l’application de morphine sur les courants TREK-1 
en co-transfectant les cellules COS-7 avec le canal TREK-1 et le récepteur µOR.  
L’application de morphine augmente significativement les courants TREK-1 (Figure 26 A, B 
et C). Cet effet est bien spécifique du canal TREK-1 puisqu’il est absent dans des cellules non 
transfectées. De plus, l’activation de TREK-1 par la morphine n’est pas une activation directe du 
canal car elle nécessite la présence des récepteurs µOR dans les cellules.   
Le récepteur µOR est le principal responsable de l’analgésie induite par la morphine (Matthes et 
al., 1996) mais le récepteur δOR est lui aussi capable d’induire cette analgésie (Gaveriaux-Ruff et 
al., 2011; Marker et al., 2005; Pacheco et al., 2012a, 2012b). De plus, ces deux récepteurs sont 
couplés aux mêmes voies de signalisation intracellulaire, via Gi/Go. Nous avons donc voulu 
déterminer si le couplage fonctionnel que nous avons observé entre TREK-1 et le récepteur µOR 
qui conduit à l’activation de TREK-1 en réponse à la stimulation du récepteur par la morphine, 
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existait également entre le canal TREK-1 et le récepteur δOR. Lorsque le canal TREK-1 et le 
récepteur δOR sont coexprimés dans des cellules COS, l’application de morphine active les 
courants TREK-1 (Figure 26 D).  
Dans un système d’expression hétérologue, il existe donc un couplage fonctionnel entre le 
canal TREK-1 et les récepteurs opioïdes µOR et δOR.  
Couplage TREK-1/µOR Couplage TREK-1/δOR
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Figure 26 : Couplage fonctionnel entre le canal TREK-1 et les récepteurs opioïdes µOR et δOR.       
A. Courbes intensité/voltage (I/V) du courant TREK-1. Observé dans des cellules COS, co-
transfectées avec TREK-1 et µOR, lors de rampes de voltage (-100mV à +50mV, 800ms) en 
présence ou non de morphine 10µM (bleu) ou d’acide arachidonique 10µM (AA, orange).           
B. Courant TREK-1 mesuré à 0mV. Trace caractéristique du courant TREK-1 à 0mV, courant 
normalisé par la valeur moyenne avant application de morphine (I/Ictrl) qui illustre l’activation 
du canal par la morphine et l’AA. C. Couplage fonctionnel entre TREK-1 et µOR. Intensité du 
courant TREK-1 à 0mV normalisé (I/Ictrl) en présence ou non de morphine 10µM (n=10 cellules). 
D. Couplage fonctionnel entre TREK-1 et δOR. Intensité du courant TREK-1 à 0mV normalisé 
(I/Ictrl) en présence ou non de morphine 10µM (n=18 cellules). La différence significative entre 
les courants contrôle et morphine est indiquée par :** (p<0,01) et *** (p<0,001). Test Wilcoxon 
sur échantillons appariés. 
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2. Les canaux TREK-2 et TRAAK et les récepteurs µOR 
Les canaux TREK partagent de nombreuses régulations similaires. Nous avons donc étudié 
si les deux autres membres de la sous-famille peuvent eux-aussi être activés par la morphine en 
co-exprimant TREK-2 ou TRAAK avec les récepteurs µOR dans des cellules COS. Comme observé 
pour TREK-1, l’application de morphine induit l’activation du canal TREK-2 (Figure 27 A-B) alors 




















































Absence de couplage 
TRAAK/µOR
Absence de couplage 
TRAAK/µOR
Figure 27 : Couplage fonctionnel entre le canal TREK-2 et le récepteur µOR. A. Courbes 
intensité/voltage (I/V) du courant TREK-2. Observé dans des cellules COS, co-transfectées avec 
TREK-2 et µOR, lors de rampes de voltage (-100mV à +50mV, 800ms) en présence ou non de 
morphine 10µM (bleu) ou d’acide arachidonique 10µM (AA, orange). n=17 cellules. B. Couplage 
fonctionnel entre TREK-2 et µOR. Intensité du courant TREK-1 à 0mV normalisé (I/Ictrl) en 
présence ou non de morphine 10µM (n=17 cellules). C. Courbes intensité/voltage (I/V) du courant 
TRAAK. Observé dans des cellules COS, co-transfectées avec TRAAK et µOR, lors de rampes de 
voltage (-100mV à +50mV, 800ms) en présence ou non de morphine 10µM (bleu) ou d’acide 
arachidonique 10µM (AA, orange). D. Absence de couplage fonctionnel entre le canal TRAAK et 
µOR. Intensité du courant TRAAK à 0mV normalisé (I/Ictrl) en présence ou non de morphine 
10µM (n=5 cellules). NS : non significatif. La différence significative entre les courants contrôle et 
morphine est indiquée par : *** (p<0,001). Test Wilcoxon sur échantillons appariés. 
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Nous avons donc pu établir que, dans ces conditions, les canaux TREK-1 et TREK-2 peuvent 
être activés par la morphine via un couplage fonctionnel avec les récepteurs µOR. Par contre, ce 
couplage n’a pas lieu avec le canal TRAAK. TREK-1 et TREK-2 sont tous les deux modulés par les 
récepteurs couplés aux protéines G (Mathie, 2007). Nous savons que les canaux TREK-1 et TREK-2 
sont régulés par la phosphorylation par la PKA et que les récepteurs couplés à la protéine Gi 
lèvent cette inhibition tonique par la diminution de l’activité de la PKA. Le canal TRAAK n’est  pas 
modulé par cette phosphorylation (Mathie, 2007). L’augmentation de l’activité des canaux TREK-1 
et TREK-2 par la stimulation des récepteurs µ et δOR par la morphine pourrait résulter d’une 
diminution de l’activité de la PKA via la protéine Gi couplée à ces récepteurs. Cette hypothèse a 
été testée par des expériences réalisées au laboratoire par le Dr. Deval. L’effet de la stimulation 
des OR avec la morphine a été étudié sur une forme du canal TREK-1 muté sur l’un des principaux 
sites de phosphorylation du canal par la PKA, la sérine 333, remplacée par l’acide aspartique. Le 
canal mutant TREK-1-S333D mime une phosphorylation constitutive par la PKA, ce qui inactive le 
canal (Murbartián et al., 2005; Noël et al., 2011; Patel et al., 1998). La morphine perd tout effet 
sur le canal TREK-1-S333D (Devilliers et al., 2013), montrant ainsi que la sérine 333, l’acide aminé 
principalement impliqué dans la phosphorylation PKA-dépendante du canal TREK-1 semble être 
essentielle à l’activation du canal par la morphine et les récepteurs aux opioïdes. 
 
Nous nous sommes ensuite intéressés au rôle du canal TREK-1 dans l’activité antalgique 
de la morphine. Nous avons étudié, par une approche d’imagerie calcique sur des neurones en 
culture, le rôle du canal TREK-1 dans la modulation de l’activité des neurones de la corne dorsale 
de moelle épinière et des neurones périphériques de DRG par la morphine. 
 
B. Implication de TREK-1 dans l’activité de la 
morphine sur les neurones de corne dorsale de 
moelle épinière 
La morphine, via ses récepteurs µOR et δOR, diminue l’excitabilité des neurones dans la 
corne dorsale de la moelle épinière (Glaum et al., 1994; Grudt and Williams, 1994). Les canaux 
TREK-1 et les récepteurs µOR étant tous deux exprimés dans la corne dorsale de la moelle 
épinière (Mansour et al., 1995; Talley et al., 2001), nous avons voulu déterminer si TREK-1 peut 
être un des effecteurs de l’activité de la morphine dans des neurones de moelle épinière. Nous 
avons observé par imagerie calcique la réponse de neurones de moelle de souris sauvages ou 
TREK-1-/- à l’application de glutamate 10µM en présence ou en absence de morphine 10µM. Nous 
avons choisi de stimuler les neurones avec le glutamate parce que c’est le principal 
neuromédiateur excitateur de la moelle épinière et le neuromédiateur impliqué dans la 
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transmission du message nociceptif provenant des afférences primaires sur les neurones de la 
corne dorsale de la moelle épinière. Le glutamate en application de courte durée, moins d’une 
minute, agit essentiellement sur les récepteurs ionotropiques iGluR excitateurs dépolarisants qui 
stimulent les neurones et activent l’influx de calcium extracellulaire. Les récepteurs GluN 
(récepteurs NMDA) et certains sous-types de récepteurs GluA, qui ne contiennent pas la sous 
unité GluA2 et sont essentiellement présents dans les interneurones, sont perméables au calcium 
et participent directement à l’augmentation de la concentration de calcium intracellulaire en 
réponse au glutamate (Gielen, 2010). Notre hypothèse est que la morphine, agissant sur les 
récepteurs µ ou δOR, pourrait stimuler l’activité du canal TREK-1 hyperpolarisant inhibiteur pour 
s’opposer et réduire la dépolarisation des neurones et l’influx de calcium extracellulaire en 
réponse au glutamate. 
Nous avons mesuré les variations de la concentration de calcium intracellulaire dans des 
cultures primaires de neurones de moelle épinière grâce à une sonde calcique fluorescente, le 
FURA-2. L’intensité basale de fluorescence des neurones chargés de Fura-2, qui est une indication 
de la concentration de calcium intracellulaire au repos dans les neurones, est enregistrée pendant 
1min, puis une solution de glutamate à 10µM est appliquée sur les neurones pendant 1min ce qui 
induit une augmentation de la concentration de calcium dans les cellules. Une solution de 
glutamate 10µM et morphine 10µM est ensuite perfusée sur les cellules. Ces mesures sont 
réalisées en parallèle sur des cultures de neurones de souris sauvage et de souris TREK-1-/-. Près 
de 100% des neurones de moelle épinière en culture, indépendamment du génotype, répondent 
à l’application de glutamate (10 µM) par une augmentation significative de la concentration 
intracellulaire de calcium (augmentation du ratio de fluorescence du Fura-2, (Figure 28), ceci, bien 
que la constitution de la moelle épinière est très complexe et que plusieurs populations de 
neurones sont présentes dans les cultures primaires de neurones de moelle. Nous avons mesuré, 
pour chaque génotype, l’inhibition du signal calcique induit par la morphine sur la réponse au 
glutamate (% d’inhibition) et la fraction de neurones dont la réponse calcique est diminuée d’au 












24% des neurones de génotype sauvage présentent une diminution de fluorescence 
significative après application de la morphine. Seuls 9% des neurones TREK-1-/- montrent une 
diminution de la réponse calcique lors de la co-application de morphine (10 µM) avec du 
glutamate (10 µM) (Figure 29 A). D’autre part, l’effet de la morphine est mesuré en pourcentage 
d’inhibition qui correspond à la variation de fluorescence observée avant et après application de 
morphine (soit FGlutamate+Morphine - FGlutamate) rapportée à la valeur moyenne de l’intensité de la 
fluorescence basale de la cellule. La morphine induit une inhibition de 62% de la réponse calcique 
au glutamate (mesurée par la variation de fluorescence du Fura-2 dans les cellules) des neurones 

























































Figure 28 : Étude de la réponse calcique au glutamate des neurones de moelle épinière par 
imagerie calcique. Les régions d’intérêt (RI) sont définies manuellement sur l’image en 
lumière transmise (en haut à gauche) autour des corps cellulaires des neurones. Les deux 
images en haut à droite représentent le ratio de fluorescence F340/F380 du FURA-2 avant 
et après application de glutamate 10µM, illustrant les réponses des neurones au 
glutamate (flèches). En bas, sont représentées les variations du ratio de fluorescence 
(Δfluo), normalisées par la fluorescence basale de chaque cellule, en fonction du temps. 
Chaque courbe correspondant aux variations de fluorescence d’une cellule. 
 
RÉSULTATS 





Ces résultats montrent que l’absence du canal TREK-1 diminue en partie l’effet inhibiteur 
de la morphine sur certaines populations de neurones de moelle épinière. TREK-1 pourrait donc 
être l’un des effecteurs, au même titre que les canaux GIRK, impliqués dans l’effet de la morphine 
















































































Figure 29 : Effet de la morphine sur la réponse calcique au glutamate des 
neurones de moelle épinière de souris. A. Fraction de neurones sensibles à 
la morphine. Pourcentage de neurones sauvages (WT, blanc, n=434 
cellules testées sur 22 expériences, 4 souris) ou TREK-1
-/-
 (violet, n=470 
cellules testées sur 23 expériences, 4 souris) inhibés par l’application de 
morphine 10µM. B. Effet de la morphine sur l’excitabilité des neurones de 
moelle. L’effet inhibiteur de la morphine correspond à la variation de 
fluorescence qu’elle induit, rapportée à la valeur moyenne de la 
fluorescence avant application de morphine. WT : n=106 cellules; TREK-1
-
/-
 : n=45 cellules. La différence significative entre les neurones WT et TREK-
1
-/-
 est indiquée par : ** (p<0,01) et *** (p<0,001). Test Chi2 (fractions) et 
Mann Whitney (effet inhibiteur).  
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C. Implication de TREK-1 dans l’effet de la morphine 
sur les neurones de DRG 
J’ai ensuite étudié le rôle du canal TREK-1 dans l’effet inhibiteur de la morphine dans les 
neurones de DRG. Pour cela nous avons étudié en imagerie calcique la thermosensibilité des 
neurones de DRG de souris sauvages et TREK-1-/- en culture primaire en conditions basales ou en 
présence de morphine à 10µM. Les variations de la concentration de calcium intracellulaire des 
neurones de petit diamètre (<20 µm), qui correspondent aux neurones nociceptifs, ont été 
étudiées en réponse à une augmentation de la température du milieu de perfusion baignant les 
neurones de 30°C à 48°C. Les mesures sont faites en conditions basales pendant 1min à 30°C, 
température de la peau, puis le milieu extracellulaire perfusé sur les cellules est chauffé jusqu’à 








30°C        48°CΔ Fluo
Temps  (s)
FURA-2
Figure 30 : Étude de la sensibilité thermique de neurones sensoriels de DRG 
par imagerie calcique. Les régions d’intérêt (RI) sont définies 
manuellement sur l’image en lumière transmise (en haut à gauche) autour 
des corps cellulaires des neurones sensoriels identifiés par leur forme 
ronde. Les deux images en haut à droite représentent le ratio de 
fluorescence F340/F380 du FURA-2 à différentes températures, illustrant les 
réponses des neurones au chaud (images en pseudocouleur). En bas, sont 
représentées les variations du ratio de fluorescence normalisées (Δfluo) en 
fonction du temps, chaque courbe correspondant aux variations de 
fluorescence de la RI de couleur correspondante. Dans cet exemple, 
quatre cellules sont activées par le chaud (jaune, bleu, rouge et noir). 
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Les cellules traitées par la morphine sont perfusées pendant 10min avant le début de la 
rampe chaude qui se fait en présence continue de morphine 10µM. Nous avons mesuré à la fois la 
fraction de neurones thermosensibles, dans les neurones de chaque génotype et l’amplitude des 
réponses à l’augmentation de la température, soit la variation de fluorescence pendant la rampe, 
en conditions basales ou après traitement à la morphine. 
La fraction de neurones thermosensibles est plus importante chez les neurones TREK-1-/- 
que chez les neurones sauvages, ce qui est cohérent avec les données déjà publiées (Noël et al., 
2009). Le traitement par la morphine n’a pas d’effet significatif sur les fractions de neurones de 
DRG thermosensibles sauvages ou TREK-1-/-  (Figure 31 A). Toutefois, la morphine réduit 
significativement l’amplitude des variations de calcium intracellulaire en réponse à la température 
des neurones sauvages. La réponse calcique des neurones TREK-1-/- n’est quant à elle pas 
significativement affectée par ce traitement (Figure 31 B). Le canal TREK-1 pourrait donc être 
impliqué dans les effets de la morphine en diminuant la réponse des neurones de DRG 
thermosensibles à la température.  
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Figure 31 : Effet de la morphine sur la thermo sensibilité des neurones sensoriels 
de DRG. A. Effet de la morphine sur la fraction de neurones activés par le chaud. 
Les fractions de neurones sensibles au chaud de souris sauvages (WT, n=188 
cellules testées en 5 expériences, 4 animaux) et TREK-1
-/-
 (n=112 cellules testées 
en 4 expériences, 4 souris) en condition contrôle sont représentées en blanc. Les 
fractions de neurones sensibles au chaud de souris WT (n=176 cellules testées en 
5 expériences, 4 animaux) et TREK-1
-/- 
(n=203 cellules testées en 6 expériences, 4 
souris) traitées avec de la morphine 10µM sont représentées en bleu. B. Effet de 
la morphine sur l’intensité de la réponse au chaud des neurones sensoriels de 
DRG. L’amplitude de la réponse au chaud des neurones correspond à la variation 
de fluorescence induite par le stimulus. WT : n=78 cellules contrôle, 72 cellules 
morphine; TREK-1
-/-
 : n=56 cellules contrôle, 114 cellules morphine. La différence 
significative entre contrôle et morphine est indiquée par : *** (p<0,001). Test Chi2 
(fractions) et Mann Whitney (amplitudes des réponses).  
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Par des approches électrophysiologiques nous avons pu mettre en évidence un couplage 
fonctionnel entre les canaux TREK-1 et TREK-2 et les récepteurs opioïdes µ dans des lignées 
cellulaires COS-7. Par une technique d’imagerie de fluorescence du calcium intracellulaire, nous 
avons également montré que le canal TREK-1 est impliqué dans les effets inhibiteurs de la 
morphine sur les réponses des neurones. 
Ces résultats ont été corrélés par une étude comportementale réalisée sur les souris 
TREK-1-/- et TREK-2-/- en parallèle par une collaboration avec l’équipe du Pr. Alain Eschalier du 
Laboratoire de Pharmacologie Fondamentale et Clinique de la Douleur (INSERM U766) de 
Clermont-Ferrand. Différents tests de douleur provoquée par des stimuli thermique ont été 
réalisés sur les souris sauvages et TREK-1-/- afin d’évaluer l’impact de la délétion du canal TREK-1 
sur l’activité analgésique de la morphine chez les souris. La thermosensibilité des animaux a été 
mesurée par les tests de l’immersion de la queue et de la plaque chaude. Le premier test consiste 
à immerger la queue de l’animal dans un bain à température contrôlée (ici 46°C) et de mesure la 
latence de retrait de la queue qui correspond au seuil de douleur. Pour le second test, la souris 
est placée sur une plaque chauffée (52°C) et le seuil de douleur correspond au temps à partir 
duquel l’animal commence à présenter des signes douloureux (agitation, sauts ou léchage des 
pattes). L’effet analgésique de la morphine a été déterminé en calculant la variation des latences 
pré- et post-injection de morphine pour chaque animal. 
Dans les deux tests, l’injection systémique de morphine à 3 et 5mg.kg-1 induit une forte 
analgésie chez les animaux sauvages qui est significativement diminuée chez les animaux TREK-1-/-
(Figure 32) (Devilliers et al., 2013). Ces mêmes expériences ont été réalisées en conditions 
pathologiques, dans des modèles de douleur post-opératoire (modèle de Brennan) et de douleur 
neuropathique (ligature du nerf sciatique). Pour ces deux modèles, l’analgésie induite par la 
morphine est fortement réduite chez les souris TREK-1-/- par rapport aux souris sauvages  
(Devilliers et al., 2013) (Figure 33). Ces résultats nous montrent que le canal TREK-1 est impliqué 
dans l’analgésie thermique provoquée par la morphine en conditions physiologiques et 
pathologiques. L’injection de fentanyl, un agoniste sélectif des récepteurs µOR, provoque 
également une analgésie qui est réduite chez les souris TREK-1-/- (Devilliers et al., 2013), ce qui 
nous indique que cet effet est principalement dû à l’activation du récepteur µOR. 
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Immersion de la queue
Plaque chaude
Figure 32 : Rôle du canal TREK-1 dans l’analgésie thermique induite par la morphine en 
conditions physiologiques. A. Test d’immersion de la queue. La queue de souris WT 
(blanc) et TREK-1
-/-
 (violet) est trempée dans de l’eau à 46°C avant et après injection 
sous-cutanée de morphine 3mg.k
-1
.On mesure le temps avant retrait de la queue, 
signe de douleur. L’effet analgésique correspond à la différence de latence de retrait 
observée après injection de morphine (représenté en aire sous la courbe, AUC).         
B. Test de la plaque chaude. Des souris WT et TREK-1
-/-
 sont placées sur une plaque 
chauffée à 52°C. On mesure le temps avant apparition des premiers signes de 
douleur (saut, léchage ou secousse de la patte). D’après Devilliers et al., 2013. 
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L’étude du couplage fonctionnel entre TREK-1 et le récepteur µOR semble indiquer que 
l’activation de TREK-1 passe par l’action de la protéine Gi couplée au récepteur opioïde. Cette 
protéine, via l’inhibition de la voie de l’adénylate cyclase, réduit la phosphorylation du canal TREK-
1 par la PKA levant ainsi son inhibition. L’ouverture du canal hyperpolarise le neurone et diminue 
son excitabilité, à l’origine de l’analgésie. Nous avons pu montrer dans un système d’expression 
hétérologue que l’activation de TREK-1 par la morphine nécessite la sérine 333, principale sérine 
phosphorylée par la PKA. Cela suggère que le couplage fonctionnel entre TREK-1 et le récepteur 
µOR passe par la voie de l’inhibition de l’adénylate cyclase par la protéine Gi, et la diminution de 
l’activité PKA. Il faudrait confirmer cette hypothèse dans un contexte neuronal, mais il est difficile 
d’enregistrer in situ les courants de fond. De plus, même si nous savons que le canal TREK-1 et le 
récepteur µOR sont tous les deux exprimés dans les neurones de DRG et les neurones de la corne 


















































































































Immersion de la patte : 
douleur neuropathique
Figure 33 : Rôle du canal TREK-1 dans l’analgésie thermique induite par la morphine en conditions 
pathologiques. A. Test d’immersion de la patte dans un modèle de douleur postopératoire. La 
patte arrière de souris WT (blanc) et TREK-1
-/-
 (violet), incisée 48h auparavant, est trempée dans 
de l’eau à 46°C avant et après injection sous-cutanée de morphine 3mg.k
-1
 On mesure le temps 
avant retrait de la queue, signe de douleur. L’effet analgésique correspond à la différence de 
latence de retrait observée après injection de morphine L’insert représente l’aire sous la courbe 
(AUC). B. Test d’immersion de la patte dans un modèle de douleur neuropathique. La patte 
arrière de souris WT et TREK-1
-/-
, dont on a ligaturé le nerf sciatique 14j auparavant, est trempée 
dans de l’eau à 46°C avant et après injection sous-cutanée de morphine 3mg.k
-1
 On mesure le 
temps avant retrait de la queue, signe de douleur. L’effet analgésique correspond à la différence 
de latence de retrait observée après injection de morphine L’insert représente l’aire sous la 
courbe (AUC). D’après Devilliers et al., 2013. 
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neurones. Pour l’instant, les expériences que nous avons réalisées avec des anticorps dirigées 
contre ces deux protéines ne sont pas concluantes car les différents anticorps anti-TREK-1 
disponibles se sont avérés peu spécifiques. Une approche par hybridation in situ d’ARNm est en 
cours de développement par nos collaborateurs du Laboratoire de Pharmacologie Fondamentale 
et Clinique de la Douleur de Clermont-Ferrand. 
Nous avons également montré que TREK-1 peut également être activé par les récepteurs 
δOR. Ces récepteurs, bien que cela ait été controversé, sont eux aussi impliqués dans l’analgésie 
induite par la morphine (Gaveriaux-Ruff et al., 2011; Pacheco et al., 2012a, 2012b). Les études 
comportementales réalisées par l’équipe du Pr. Eschalier laissent supposer que TREK-1 serait 
impliqué dans l’effet analgésique de la morphine via leur activation par les récepteurs µOR. 
Néanmoins, dans ces expériences, seule l’analgésie thermique a été observée. Une étude a 
récemment proposé que les nocicepteurs qui expriment le récepteur δOR ont une sensibilité 
mécanique alors que ceux exprimant les récepteurs µOR seraient thermosensibles (Scherrer et 
al., 2009). Nous aimerions valider cette hypothèse en utilisant la technique de nerf-peau qui nous 
permet d’enregistrer l’activité de fibres nerveuses unitaires ex vivo. Nous pourrons alors vérifier, 
en utilisant des agonistes spécifiques des différents récepteurs opioïdes, le DAMGO pour les 
récepteurs µOR (Hirning et al., 1985) et le SNC80 pour les récepteurs δOR (Bilsky et al., 1995) si 
les fibres sensorielles exprimant ces récepteurs ont une sensibilité spécifique au type de 
récepteur qu’elles expriment. Nous nous intéresserons alors à l’implication du canal TREK-1 dans 
l’analgésie induite par les récepteurs δOR.  
Nos résultats ont mis en évidence l’implication du canal TREK-1 dans l’analgésie par la 
morphine au niveau des neurones de moelle épinière. Chez les souris TREK-1-/-, on observe une 
diminution de l’effet de la morphine sur l’excitabilité de ces neurones. Mais l’effet ne 
disparaissant pas totalement, cela suggère que TREK-1 n’est pas le seul effecteur de la morphine 
au niveau central. Ceci est cohérent avec les données précédemment publiées qui ont montré 
que, dans la moelle épinière, la morphine peut activer d’autres canaux potassiques : les canaux 
KATP et les canaux GIRK (Asano et al., 2000; Marker et al., 2004, 2005). Les canaux GIRK ont été 
particulièrement impliqués dans l’effet central de la morphine (Marker et al., 2005). Nos 
collaborateurs ont observé que l’injection intrathécale de tertiapine, un inhibiteur des canaux 
GIRK, ne réduit que partiellement l’effet analgésique de la morphine administrée à une dose de 
5mg.kg-1 mais n’affecte pas l’analgésie induite par une dose plus faible (3mg.kg-1) (Devilliers et al., 
2013). Les canaux GIRK seraient donc principalement impliqués dans l’analgésie par la morphine à 
fortes doses, ce qui est en adéquation avec la littérature (Cruz et al., 2008), alors que le canal 
TREK-1 intervient à des doses plus faibles.  
Contrairement à ce que nous avons observé dans les neurones de moelle, la délétion du 
canal TREK-1 supprime l’effet analgésique de la morphine sur les neurones sensoriels de DRG. 
Cela suggère que TREK-1 est nécessaire et suffisant à l’analgésie thermique induite par la 
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morphine en périphérie. Il avait été montré récemment que les canaux GIRK2 étaient eux aussi 
impliqués dans ce mécanisme (Nockemann et al., 2013). Néanmoins, alors qu’ils sont présents 
chez l’homme et le rat, les canaux GIRK2 ne semblent pas être exprimés dans ces neurones chez 
la souris (Nockemann et al., 2013) et n’interviendraient donc pas dans l’effet de la morphine dans 
cette espèce. Une autre étude a montré que les canaux KATP pourraient eux aussi intervenir dans 
l’effet périphérique de la morphine (Rodrigues and Duarte, 2000), mais cette étude n’a évalué 
que l’analgésie mécanique de la morphine dans des conditions d’inflammation. Il est donc 
possible que le canal TREK-1 ne soit responsable que de l’analgésie thermique ou qu’il 
n’intervienne pas dans des conditions d’inflammation, et que d’autres canaux soient impliqués, 
comme les canaux KATP. 
L’ensemble de cette étude a révélé le canal TREK-1 comme un effecteur majeur des 
récepteurs µOR dans l’analgésie par la morphine. Les récepteurs µOR sont responsables à la fois 
des effets analgésiques et des effets secondaires délétères de la morphine (Matthes et al., 1996). 
Pourtant, l’étude comportementale des souris TREK-1-/- réalisée par nos collaborateurs a montré 
que les principaux effets secondaires de la morphine (dépendance, dépression respiratoire et 
constipation) sont toujours présents chez les souris KO (Devilliers et al., 2013). Le canal TREK-1 
joue donc un rôle majeur dans l’effet antalgique de la morphine mais n’intervient pas dans ses 
effets secondaires délétères. TREK-1 est donc une cible de choix dans le développement de 
nouveaux antalgiques puissants et dénués d’effets secondaires. 
Le canal TREK-2 est également activé par la morphine et, du fait des nombreuses 
propriétés structurelles et fonctionnelles qu’il partage avec TREK-1, pourrait lui aussi être un 
effecteur de l’effet analgésique de la morphine. Avant de tenter de répondre à cette question, 
nous avons voulu déterminer quel était le rôle du canal TREK-2 dans la douleur. Alors que nous 
savons que TREK-1 et TRAAK sont impliqués dans la perception polymodale de la douleur, le rôle 
de TREK-2 dans la nociception était jusqu’à présent inconnu. La seconde partie de mon projet de 












PARTIE 2 : ÉTUDE DU RÔLE DU 
CANAL TREK-2 DANS LA 
DOULEUR 
 
Dans cette seconde partie de mon projet de thèse, je me suis intéressée plus 
particulièrement au canal TREK-2. J’ai cherché à déterminer si, comme les autres membres de sa 
sous-famille, TREK-2 pouvait être impliqué dans la perception douloureuse. J’ai étudié l’impact de 
la délétion du canal sur la thermosensibilité de neurones sensoriels de DRG et de fibres 
nociceptives de type C de souris invalidées pour le canal TREK-2 (TREK-2-/-). En parallèle, des 
études comportementales ont été réalisées sur ces mêmes souris par nos collaborateurs du 
Laboratoire de Pharmacologie Fondamentale et Clinique de la Douleur de Clermont-Ferrand, 
Unité INSERM U1107. 
 
I RÔLE DU CANAL TREK-2 DANS LES 
NEURONES DE DRG 
TREK-2 contribue majoritairement à la conductance potassique de fond dans les neurones 
de DRG (Kang and Kim, 2006). En premier lieu, nous avons donc voulu déterminer quel était 
l’impact de la délétion du canal TREK-2 sur l’excitabilité des neurones sensoriels de DRG. Pour 
cela, nous avons enregistré en patch clamp les potentiels de repos membranaires de neurones en 
culture de DRG de souris sauvages et TREK-2-/-. Les enregistrements ont été réalisés en 
configuration cellule entière, en courant imposé, et à température ambiante (~24 °C). Les 
neurones enregistrés sont de petit diamètre (<20 µm) et présentent un potentiel de repos stable 
pendant au moins deux minutes après la rupture du patch de membrane et le passage en 
configuration cellule entière. 
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Les neurones sauvages présentent en moyenne un potentiel de repos autour de -59mV et 
les neurones TREK-2-/-ont un potentiel de repos moyen d’environ -43mV (Figure 34). La délétion 
du canal TREK-2 dépolarise de près de 15mV les neurones (p<0,01, Mann Whitney). Cela suggère 
que lorsqu’il est exprimé dans les neurones de DRG, TREK-2 induit une hyperpolarisation 
susceptible de réduire l’excitabilité des fibres sensorielles. 
Ces résultats sont cohérents avec les propriétés électrophysiologiques du canal ainsi 
qu’avec la littérature. Une étude récente a d’ailleurs rapporté que, dans les neurones de DRG de 
rat, la délétion du canal TREK-2 dépolarisait d’environ 10mV des cellules (Acosta et al., 2014). 
  
Figure 34 : Effet de la délétion du canal TREK-2 sur le potentiel de repos membranaire des 
neurones sensoriels de DRG. Potentiel de repos de neurones sensoriels de DRG WT (n=12 
neurones) et TREK-2
-/-
 (n=11 neurones) mesurés par enregistrement patch-clamp en 
configuration cellule entière en courant imposé. La différence significative entre les souris WT 
et TREK-2
-/-
 est indiquée par : ** (p<0,01). Test Mann Whitney. 
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II RÔLE DE TREK-2 DANS LA PERCEPTION 
THERMIQUE 
 
Nous nous sommes ensuite intéressés au rôle du canal TREK-2 dans la perception 
thermique par les neurones de DRG. Nous avons utilisé deux approches complémentaires pour 
répondre à cette question. D’une part nous avons réalisé des cultures primaires de neurones 
sensoriels de DRG de souris sauvages et de souris TREK-2-/- afin d’étudier l’impact de la délétion 
de TREK-2 sur leur thermosensibilité par imagerie calcique. D’autre part nous avons mesuré la 
sensibilité thermique des fibres C de ces mêmes souris par la technique d’enregistrement de nerf 
peau pour déterminer l’activité de fibres nerveuses unitaires en réponse à un stimulus thermique. 
L’impact de la délétion de TREK-2 et de l’ensemble des canaux TREK a été évalué sur la perception 
au chaud et au froid. 
 
A. Impact de TREK-2 dans la perception au chaud  
 
1. Étude sur des neurones sensoriels de DRG par imagerie 
calcique 
Les neurones de DRG sont prélevés sur animal euthanasié puis mis en culture pendant 
deux jours avant utilisation. Nous mesurons, à l’aide du FURA-2-AM, les variations de calcium 
intracellulaire des neurones suite à l’augmentation de température afin de déterminer leur 
thermosensibilité. L’activité basale, soit le niveau de fluorescence basale, des cellules est mesurée 
pendant environ 1min, puis nous perfusons directement sur les cellules une solution de 
capsaïcine à 10µM pendant ~1min, pour activer les canaux TRPV1, qui sont des senseurs du chaud 
(Caterina and Julius, 2001). Après rinçage de la capsaïcine, le milieu de perfusion des cellules est 
réchauffé, passant de 30°C à 48°C en moins d’une minute. Nous avons pu mesurer, pour chaque 
génotype, la fraction de neurones sensibles à l’augmentation de la température et sensible ou 
insensible à la capsaïcine. 
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La fraction de neurones sensibles à une augmentation de la température augmente 
significativement avec la délétion de TREK-2, passant de ~50% chez les neurones de souris 
sauvages à 60% pour les neurones de DRG de souris TREK-2-/- (Figure 35). La fraction de neurones 
sensibles au chaud uniquement, insensible à la capsaïcine, est significativement augmentée chez 
les souris TREK-2-/- (p<0,01, Test Chi2) et il en est de même pour la fraction de neurones sensibles 
à la fois au chaud et à la capsaïcine (p<0,05, Test Chi2). La délétion du canal TREK-2 révèle deux 
populations de neurones qui, lorsque TREK-2 est présent, ne sont pas activés par le chaud. L’une 
d’elles est sensible à la capsaïcine et donc exprime le canal TRPV1, tandis que l’autre ne semble 
pas l’exprimer. 
 
2. Étude des fibres C nociceptives : enregistrements nerf-
peau 
Nous avons ensuite étudié par la technique de nerf peau les fibres nociceptives de type C 
activées par la température. Cette technique consiste à enregistrer l’activité de fibres nerveuses 
isolées en appliquant un stimulus directement sur son champ récepteur cutané (Reeh, 1986; 
Zimmermann et al., 2009). Pour identifier le champ récepteur de chaque fibre enregistrée, nous 
stimulons mécaniquement la peau jusqu’à déclencher la réponse d’une fibre. Nous isolons ensuite 
le champ récepteur de l’ensemble de la préparation à l’aide d’un cylindre métallique dans le but 
Figure 35 : Sensibilité au chaud des neurones sensoriels de DRG TREK-2
-/-
. Fraction de neurones WT (n= 581 
neurones testés sur 21 expériences, 6 animaux), et TREK-2
-/-
 (n=771 neurones testés sur 24 expériences, 6 
souris) activés par une augmentation de la température de 30°C à 48°C et par une solution de capsaïcine 
10µM. La différence significative entre les souris WT et TREK-2
-/-



















































de perfuser directement le milieu SIF (Synthetic Intersticial Fluid) à une température donnée 
seulement sur cette zone de la peau. Nous stimulons ensuite électriquement les terminaisons 
sensorielles du neurone qui innerve cette partie de la peau pour déterminer leur vitesse de 
conduction. Les fibres cutanées dont la vitesse de conduction correspond est inférieure à 1,5m.s-1 
sont des fibres C. Par ces différents procédés, nous enregistrons donc uniquement des fibres C 
mécanosensibles (C-M), qui représentent près de 90% des fibres C innervant la peau (Wetzel et 
al., 2007). Pour chaque fibre, nous mesurons le seuil de sensibilité mécanique avec des filaments 
de von Frey calibrés. Les fibres dont le seuil de sensibilité est supérieur à 4 mN sont des fibres à 
haut seuil, essentiellement des fibres nociceptives. L’activité basale des fibres est enregistrée 
pendant au moins 1min à 30°C puis nous appliquons une rampe chaude, en chauffant le milieu de 
perfusion de la peau jusqu’à 50°C en 1 minute avant un retour à 30°C (Figure 36). En parallèle, 
nous avons mesuré la sensibilité au froid des fibres C. Nous avons pu déterminer la fraction, dans 
chaque génotype, de fibres C-M activées par le froid (CM-C), le chaud (CM-H) ou par les deux 
stimuli (C-MHC) et mesurer l’activité des fibres en réponse à chacun des stimuli, ainsi que leur 
seuil de sensibilité thermique au chaud et/ou au froid. 
Figure 36 : Exemple d’enregistrement de l’activité d’une fibre C TREK-2
-/-
en réponse au chaud. Trace 
représentative de l’enregistrement d’une fibre C TREK-2
-/- 
en réponse à une augmentation de la 
température de 30°C à 50°C. La fibre est considérée comme activée par le stimulus si sa fréquence de 
décharge est augmentée par ce dernier. Le seuil de sensibilité au chaud de la fibre correspond à la 
température pour laquelle on observe le changement de la fréquence de décharge (flèche), 
correspondant ici à la température du premier PA déchargé. L’insert représente les PAs détectés 
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Nous avons tout d’abord mesuré les seuils de sensibilité mécanique de chaque fibre 
enregistrée et nous n’avons noté aucune différence entre les deux génotypes, les valeurs 
médianes étant identiques pour les fibres sauvages et TREK-2-/- (valeur médiane 11,4mN pour les 
deux génotypes, WT n= 37 fibres ; TREK-2-/- n=43 fibres, p>0,05, test Mann Whitney). 
Nous avons ensuite analysé la réponse induite par l’augmentation de température de 
30°C à 50°C des fibres C-MH et C-MHC de chaque génotype (Figure 37). La fréquence de décharge 
de PAs en réponse au chaud est augmentée chez les souris TREK-2-/- par rapport aux souris 
sauvages (Figure 37 A). Les fibres sauvages déchargent en moyenne 47 PAs en 60s, les fibres 
TREK-2-/- ont une réponse moyenne de 57 PAs par minute.  
De plus, les seuils de sensibilité au chaud des fibres sont plus bas chez les souris TREK-2-/- 
(Figure 37 B). Les fibres TREK-2-/- répondent à l’augmentation de température autour de 35,7°C 
tandis que les fibres sauvages sont actives en autour de 40,3°C (valeurs médianes).  
La fréquence de décharge des potentiels d’action des fibres TREK-2-/- pendant la rampe de 
température est supérieure à celle des fibres sauvages pour des températures en dessous de 40°C 
(entre 30°C et 40°C) (Figure 37 B). Par contre, il n’y a aucune différence visible entre les activités 
des fibres sauvages et TREK-2-/- au-delà de 40°C (entre 40°C et 50°C) (Figure 37 D). 
La fraction de fibres sensibles au chaud (C-MH et C-MHC), qui représente 56% des fibres C 
enregistrées chez les souris sauvages, est augmentée chez les souris TREK-2-/- à 68% (Figure 38 A). 
Les fractions de fibres C-MH sont similaires pour les deux génotypes alors que la fraction de fibres 
C-MHC est fortement augmentée chez les souris KO. En effet, les souris sauvages comptent 
environ 15% de fibres CM-HC et cette fraction est doublée chez les souris TREK-2-/- (p<0,01, Test 
Chi2).  
L’absence du canal TREK-2 dans les fibres C induit donc une augmentation de la fraction 
de fibres sensibles au chaud en augmentant la fraction de fibres sensibles à la fois au chaud et au 
froid. On observe donc une nette diminution de la sélectivité thermique des fibres. Si l’on observe 
dans le détail l’activité des fibres en fonction de la température, on remarque qu’il y a plus de 
fibres C actives dans des gammes de chaud modéré chez les souris TREK-2-/- par rapport aux souris 
sauvages. En effet, près de 80% des fibres C TREK-2-/- sont actives entre 30°C et 40°C alors que 
seulement 50% des fibres sauvages sont activées dans ces gammes de température (Figure 38). 
L’absence du canal TREK-2, en plus d’amplifier la réponse des fibres à l’augmentation de la 
température, augmente la fraction de fibres activées par ce stimulus. Cependant l’effet de la 
délétion de TREK-2 sur l’activité des fibres n’est visible que dans des gammes de température 
modérées, soit entre 30°C et 40°C. 
L’ensemble de ces résultats montrent que le canal TREK-2 est un puissant modulateur de 
l’activité des fibres C en réponse au chaud jusqu’à 40°C. 
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Figure 37 : Activité des fibres C TREK-2
-/- 
en réponse au chaud. A. Réponse au chaud des fibres TREK-
2
-/-
. Nombre de PAs déchargés par 5s par les fibres WT (blanc, n=40 fibres) et TREK-2
-/-
(gris, n=44 
fibres) en réponse à une augmentation de la température de 30°C à 50°C. B. Seuils de sensibilité au 
chaud des fibres Seuil de sensibilité moyen des fibres C WT et TREK-2
-/-
 qui correspond à la 
température pour laquelle la fibre présente une augmentation de sa fréquence de décharge.                  
C. Activité des fibres C en réponse au chaud modéré. Réponse des fibres C sensibles au chaud entre 
30°C et 40°C (PA.s
-1
). D. Activité des fibres C en réponse au chaud nocif. Réponse des fibres C 
sensibles au chaud entre 40°C et 50°C (PA.s
-1
). Les valeurs présentées sont les valeurs moyennes+/- 
l’erreur-type. Les différences significatives entre les souris WT et TREK-2
-/-
 sont marquées par : *** 
















































































































































































































Figure 38 : Effet de la délétion du canal TREK-2 sur la fraction de fibres C 
sensibles au chaud. A. Fraction de fibres C TREK-2
-/- 
activées par le chaud. 
Pourcentage de fibres C sensibles au chaud (C-MH) et à la fois au froid et au 
chaud (C-MHC) de souris WT (n=72 fibres testées sur 31 expériences, 12 
souris) et TREK-2
-/-
 (n=64 fibres testées sur 27 expériences, 9 souris).                     
B. Fraction de fibres actives dans des gammes de chaud modéré. Pourcentage 
de fibres C sensibles au chaud actives entre 30°C et 40°C. La différence 
significative entre les souris WT et TREK-2
-/-
 est indiquée par : * (p<0,05) et 
*** (p<0,001). Test Chi2. 
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B. Rôle du canal TREK-2 dans la perception du froid  
Le canal TREK-2 est un canal thermosensible dont l’activité diminue avec la diminution de 
la température, nous avons cherché à déterminer si le canal est également impliqué dans la 
perception au froid. Pour cela nous avons utilisé les mêmes approches d’imagerie calcique et 
d’enregistrements nerf-peau que pour l’étude des effets du canal TREK-2 dans la perception de la 
chaleur par les neurones sensoriels et les fibres C-nociceptive. 
1. Étude des réponses au froid des neurones sensoriels de 
DRG par imagerie calcique 
Nous avons évalué par imagerie calcique la fraction de neurones de DRG de souris 
sauvages et TREK-2-/- qui sont sensibles au froid et/ou au menthol, l’agoniste des canaux TRPM8. 
Les canaux TRPM8 sont des senseurs essentiels dans la perception du froid (Bautista et al., 2007). 
Les neurones en culture ont été perfusés avec une solution de menthol à 500µM puis, après 
rinçage, la température du milieu de perfusion des cellules a été abaissée jusqu’à atteindre 10°C.  
Environ 22% des neurones sauvages sont activés par le froid, comme le montre 
l’augmentation de la concentration de calcium cytosolique (augmentation de la fluorescence du 
Fura-2) lorsque la température de perfusion est abaissée à 10°C (Figure 39), Cette valeur 
correspond aux données précédemment publiées par le laboratoire (Noël et al., 2009). La fraction 
de neurones sensible au froid est augmentée chez les TREK-2-/- puisque plus de 28% des neurones 
répondent au froid. Le pourcentage de neurones sensibles au froid et au menthol est identique 
pour les deux génotypes et c’est la fraction de neurones sensibles au froid et insensible au 
menthol qui est augmentée chez les souris TREK-2-/- (P<0,05, Test Chi2). Ces observations 
indiquent que la délétion de TREK-2 révèle une population de neurones activés par le froid mais 
qui sont insensibles au menthol. Il est possible que ces neurones n’expriment pas, ou à très faible 
niveau d’expression, le canal TRPM8. 
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Figure 39 : Sensibilité au froid des neurones sensoriels de DRG TREK-2
-/-
. Fraction de neurones WT (n= 581 
neurones testés sur 21 expériences, 6 animaux) et TREK-2
-/-
 (n=771 neurones testés sur 24 expériences, 6 
souris) activés par une diminution de la température de 30°C à 10°C et par une solution de menthol 
500µM. La différence significative entre les souris WT et TREK-2
-/-
 est indiquée par : * (p<0,05). Test Chi2. 
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2. Étude de la sensibilité au froid des fibres C 
nociceptives : enregistrements nerf-peau 
Nous avons ensuite mesuré l’activité des fibres C de chaque génotype, sauvage et TREK-2-
/-, en réponse à une diminution de la température, de 30°C à 10°C. L’activité basale des fibres est 
enregistrée pendant au moins 1min à 30°C puis nous appliquons une rampe froide en abaissant la 
température jusqu’à atteindre 10°C en 1 minute 30 secondes pour rétablir rapidement la 
température de perfusion de la peau à 30°C.Un exemple de l’enregistrement d’une fibre C TREK-
2-/- en réponse au froid est présenté ci-dessous (Figure 40). 
 
La réponse des fibres C-nociceptives au froid est augmentée en absence du canal TREK-2 
par rapport aux fibres C-nociceptives sauvages (Figure 41 A). Lors d’un refroidissement de la 
température de 30°C à 10°C, les fibres sauvages déclenchent en moyenne 37 PAs en une minute 
alors que les fibres TREK-2-/- déclenchent en moyenne 73 PAs en une minute. La fréquence des 
PAs des fibres C TREK-2-/- est notamment supérieure à celle des fibres C sauvages pour des 
températures modérées entre 30°C et 21°C (Figure 41 C).  
Figure 40 : Exemple d’enregistrement de l’activité d’une fibre C TREK-2
-/-
en réponse au froid. Trace 
représentative de l’enregistrement d’une fibre C TREK-2
-/- 
en réponse à une diminution de la température 
de 30°C à 10°C. La fibre est considérée comme activée par le stimulus si sa fréquence de décharge est 
augmentée par ce dernier. Le seuil de sensibilité au froid de la fibre correspond à la température pour 
laquelle on observe le changement de la fréquence de décharge (flèche). L’insert représente les PAs 
détectés pour cette fibre (superposition).  
1 ms
0.1 mV
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Les valeurs médianes de seuil de sensibilité des fibres C au froid, qui correspond à la 
température de déclenchement du premier PA lors de la réponse au froid, ne sont pas 
significativement différents pour les fibres des deux génotypes (Figure 41 B). 
Figure 41 : Activité des fibres C TREK-2
-/- 
en réponse au froid. A. Réponse au froid des fibres TREK-2
-/-
. 
Nombre de PAs moyen déchargés par 5s par les fibres WT (blanc, n=25 fibres) et TREK-2
-/- 
(gris, n=32 
fibres) en réponse à une diminution de la température de 30°C à 10°C. B. Seuils de sensibilité au froid 
des fibres C. Seuil de sensibilité moyen au froid des fibres C WT et TREK-2
-/-
, qui correspond à la 
température pour laquelle la fibre présente une augmentation de sa fréquence de décharge.              
C. Activité des fibres C en réponse au froid modéré. Réponse des fibres C sensibles au froid entre 30°C 
et 21°C (PA.s
-1
). Les valeurs présentées sont les valeurs moyennes+/- l’erreur-type. NS: non significatif. 
Les différences significatives entre les souris WT et TREK-2
-/-
 sont marquées par : *** (p<0,001). Test 
Mann Whitney (seuils) et Wilcoxon pour échantillons appariés (réponse au froid). 










































































































En accord avec de précédentes études (Koltzenburg et al., 1997; Noël et al., 2009), la 
fraction de fibres C des souris sauvages qui répondent au refroidissement est d’environ 35%. Les 
souris TREK-2-/-  ont près de 50% de fibres activées par le froid (Figure 42 A). La fraction de fibres 
C-MHC est doublée chez les souris KO par rapport aux souris sauvages alors que la fraction de 
fibres C-MC est comparable dans les deux génotypes. De plus, il y a significativement plus de 
fibres C TREK-2-/- actives entre 30°C et 21°C, dans des gammes de froid modéré, que de fibres C 










































































30 C - 21 C
Figure 42 : Effet de la délétion du canal TREK-2 sur la fraction de fibres C 
sensibles au froid. A. Fraction de fibres C TREK-2
-/- 
activées par le chaud. 
Pourcentage de fibres C sensibles au froid (C-MC) et à la fois au froid et au 
chaud (C-MHC) de souris WT (n=72 fibres testées sur 31 expériences, 12 
souris) et TREK-2
-/-
 (n=64 fibres testées sur 27 expériences, 9 souris).                     
B. Fraction de fibres sensibles au froid actives dans des gammes de froid 
modéré. Pourcentage de fibres C WT (n=25 fibres) et TREK-2
-/-
 (n=32) 
sensibles au froid actives entre 30°C et 21°C. La différence significative entre 
les souris WT et TREK-2
-/-
 est indiquée par : * (p<0,05) .Test Chi2. 
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Ces observations montrent que le canal TREK-2 participe à la perception au froid et qu’il 
module la réponse au froid des fibres C périphériques à des températures modérées, entre 30°C 
et 21°C. 
Par cette étude, nous avons donc montré que le canal TREK-2 module la perception 
thermique des nocicepteurs cutanés. De façon intéressante, nous avons observé que l’activité de 
TREK-2 dans la thermo perception est complémentaire de celle déjà rapportée pour les canaux 
TREK-1 et TRAAK car, contrairement à TREK-1 et TRAAK, TREK-2 intervient dans la perception de 
températures non nocives, entre 30°C et 40°C pour le chaud et 21°C et 30°C pour le froid. L’ensemble 
des canaux TREK contribuent donc à la perception thermique dans des gammes de température 
différentes. 
 
III ÉTUDE DES SENSIBILITÉS THERMIQUES DES 
SOURIS TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- 
J’ai ensuite examiné, dans les mêmes conditions que pour l’étude des souris TREK-2-/-, la 
thermosensibilité des neurones de DRG et des fibres nociceptives cutanées des souris délétées 
pour l’ensemble des canaux TREK, les souris triple knockout TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-. 
A. Étude de la perception au chaud des neurones 
sensoriels des souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-.  
L’absence des trois canaux de la sous-famille TREK augmente la fraction de neurones de 
DRG en culture activés par le chaud entre 30°C et 50°C (Figure 43). Environ 57% de neurones de 
DRG sont sensibles au chaud chez les souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- ce qui est comparable aux 
résultats obtenus avec les souris TREK-2-/- . Il n’y aurait donc pas d’effet cumulatif de la délétion 
des trois canaux pour la sensibilité au chaud ce qui suggère qu’ils sont exprimés dans les mêmes 
cellules et qu’il n’y a pas de compensation d’expression des canaux dans les souris simple 
knockout. La fraction de neurones sensibles au chaud mais insensibles à la capsaïcine est 
augmentée, signifiant qu’il s’agit probablement de neurones qui n’expriment pas TRPV1, alors que 
leur sensibilité au chaud est révélée par l’absence des canaux TREK dans la souris TREK-1-/--TREK-
2-/--TRAAK-/-. Les mécanismes de sensibilité au chaud qui n’implique pas les canaux TRPV1 sont 
encore inconnus.  
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Les fibres C TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- répondent plus fortement à l’augmentation de 
température que les fibres sauvages (Figure 44 A). Elles ont également un seuil de sensibilité plus 
bas (~37°C, valeur médiane) que les fibres C des souris sauvages, (Figure 44 B). Les réponses des 
fibres C TREK-1-/-- TREK-2-/-- TRAAK-/-  sont supérieures aux fibres C sauvages sur l’ensemble de la 
gamme de températures étudiée, entre 30°C et 50°C (Figure 44 C et D). L’absence des canaux 



















































de neurones WT (n= 264 neurones testés sur 22 expériences, 10 animaux), et TREK-2
-/-
 (n=383 
neurones testés sur 29 expériences, 10 souris) activés par une augmentation de la température de 







 est indiquée par : * (p<0,05). Test Chi2. 
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. Nombre de PAs moyen déchargés par 5s par les fibres C WT 






(bleu, n=64 fibres) en réponse à une 
augmentation de la température de 30°C à 50°C. B. Seuils de sensibilité au chaud des fibres C-MH. 






, qui correspond à 
la température pour laquelle la fibre présente une augmentation de sa fréquence de décharge.        
C. Activité des fibres C en réponse au chaud modéré. Réponse des fibres C sensibles au chaud entre 
30°C et 40°C (PA.s
-1
). D. Activité des fibres C en réponse au chaud nocif. Réponse des fibres C 
sensibles au chaud entre 40°C et 50°C (PA.s
-1
). Les valeurs présentées sont les valeurs moyennes+/- 



















































































































































L’absence des canaux TREK augmente la fraction de fibres C nociceptives cutanées 
activées par la température de 30°C à 50°C (Figure 45 A). La fraction de fibres C-MH est similaire 
pour les deux génotypes alors que la fraction de fibres C-MHC est augmentée chez les souris KO. 
Comme nous avons pu l’observer pour les neurones de DRG, la délétion de l’ensemble des canaux 
TREK n’a pas d’effet cumulatif par rapport à la délétion du canal TREK-2 seul puisque les fractions 
de fibres sensibles au chaud sont comparables pour ces deux génotypes. On observe, comme 
chez les souris TREK-2-/-, que c’est la fraction de fibres actives au-dessous de 40°C qui est 












































































30 C - 40 C
A
Figure 45 : Effet de la délétion des canaux TREK sur la fraction de fibres C 







par le chaud. Pourcentage de fibres C sensibles au chaud (C-MH) et à la fois 
au froid et au chaud (C-MHC) de souris WT (n=72 fibres testées sur 31 






(n=91 fibres testées 
sur 33 expériences, 13 souris). B. Fraction de fibres sensibles au chaud 
actives dans des gammes de chaud modéré. Pourcentage de fibres C WT 






(n=64) sensibles au chaud actives 






 est indiquée par : * (p<0,05) et ** (p<0,01). Test Chi2. 
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B. Étude de la perception au froid des neurones 
sensoriels des souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-   
Par imagerie calcique, nous avons observé que la fraction de neurones sensoriels de DRG 
TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-  activés par le froid est augmentée par rapport aux neurones sauvages 
(Figure 46). Cette augmentation concerne à la fois les neurones DRG sensibles au menthol que les 
neurones DRG insensibles au menthol, qui n’expriment probablement pas ou à un faible niveau le 
canal TRPM8 (P<0,05, Test Chi2). 
 
L’enregistrement de l’activité des fibres C nociceptives cutanées par la technique de nerf-
peau montrent que la fréquence de décharge des fibres TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- en réponse à 
la baisse de température de 30°C à 10°C est significativement supérieure à celle des fibres 
sauvages (Figure 47 A). Toutefois, les seuils de sensibilité au froid ne sont pas modifiés sur les 
fibres KO (Figure 47 B). L’activité des fibres TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-  entre  30°C et 21°C est 
sensiblement supérieure à celle des fibres sauvages (Figure 47 C). Cependant, nous n’observons 
pas de différenciation de l’activité des fibres TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-  en fonction des gammes 
de température puisque leur réponse au froid est toujours supérieure à celle des souris sauvages 


















































. Fraction de 







(n=348 neurones testés sur 28 expériences, 10 souris) activés par une diminution de la température 







 est indiquée par : ** (p<0,01). Test Chi2. 
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(bleu, n=41 fibres) en réponse à une diminution de la température 
de 30°C à 10°C. B. Seuils de sensibilité au froid des fibres C. Seuil de sensibilité moyen au froid des fibres 






 qui correspond à la température pour laquelle la fibre présente une 
augmentation de sa fréquence de décharge. C. Activité des fibres C en réponse au froid modéré. Réponse 
des fibres C sensibles au froid entre 30°C et 21°C (PA.s
-1
). Les valeurs présentées sont les valeurs 
moyennes+/- l’erreur-type. NS: non significatif. Les différences significatives entre les souris WT et TREK-
2
-/-
 sont marquées par : ** (p<0,01). Test Mann Whitney (seuils) et Wilcoxon pour échantillons appariés 
(réponse au chaud). 
 












































































































La délétion des canaux TREK augmente la fraction de fibres activées par une baisse de la 
température de 30°C à 10°C (Figure 48 A). Les fractions de fibres C-MC sont semblables dans les 
deux génotypes, et ce sont donc les fibres C-MHC qui augmentent significativement chez les KO, 
indiquant une perte de la spécificité thermique des fibres. On observe qu’une grande majorité des 
fibres C TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- sensibles au froid sont actives pour des températures non 
nocives, entre 30°C et 21°C, contrairement aux fibres sauvages pour lesquelles seules 50% sont 





















































































Figure 48 : Effet de la délétion des canaux TREK sur la fraction de fibres C 







le froid. Pourcentage de fibres C sensibles au froid (C-MC) et à la fois au froid et 







(n=91 fibres testées sur 33 expériences, 
13 souris). B. Fraction de fibres sensibles au froid actives dans des gammes de 







(n=41)  sensibles au froid actives entre 30°C et 21°C. La différence 






 est indiquée par : 
* (p<0,05). Test Chi2. 
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L’ensemble de ces résultats confirment nos observations avec les souris TREK-2 ainsi que 
les études que nous avons publiées avec les souris TREK-1-/- et TRAAK-/- puisque nous montrons 
que les trois canaux de la sous-famille TREK sont impliqués dans la perception du chaud. L’activité 
des canaux TREK module la réponse des neurones aux stimuli thermiques et la perception de la 
température. L’étude des souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- conforte nos observations 
précédentes qui suggéraient un rôle complémentaire des canaux TREK dans la perception 
thermique. Alors que la délétion du canal TREK-2 n’affecte que la perception des températures 
froides et chaudes non douloureuses, l’absence des canaux TREK-1, TREK-2 et TRAAK altère la 
perception thermique des températures modérées et nocives. Le canal TREK-2 aurait donc un rôle 
essentiel dans la perception de températures modérées alors que les canaux TREK-1 et TRAAK 
interviennent dans la perception de températures nocives. 
 
IV RÔLE DE TREK-2 DANS L’ANALGÉSIE PAR LA 
MORPHINE 
Nous avons montré un couplage fonctionnel entre le canal TREK-2 et les récepteurs µOR 
dans un système d’expression hétérologue (Figure 27 A-B). Nous avons donc voulu évaluer quel 
était le rôle de TREK-2 dans l’effet analgésique de la morphine. Nous avons étudié l’analgésie 
induite par la morphine sur les neurones de DRG des souris TREK-2-/-. 
A. Effet de la morphine sur la thermosensibilité de 
fibres sauvages 
Nous avons étudié l’effet de la morphine sur l’activité des fibres C cutanées de souris 
sauvages par la technique de nerf-peau. Nous avons d’abord mesuré l’activité basale de chaque 
fibre, soit leur activité spontanée avant l’application d’un stimulus. Puis le champ récepteur des 
fibres C, isolé à l’aide d’un anneau métallique placé sur la peau, a été perfusé pendant 10min avec 
une solution de morphine à 10µM. Nous avons ensuite appliqué une rampe chaude, de 30°C à 
50°C, sur la peau pour évaluer l’effet de la morphine sur la thermosensibilité des fibres.  
L’application de la morphine diminue sensiblement l’activité spontanée des fibres 
sauvages (Figure 49 A). De plus, la réponse des fibres à l’augmentation de la température est 
significativement inférieure après traitement à la morphine (Figure 49 B). La morphine diminue 













B. Effet de la morphine sur la thermosensibilité de 
fibres TREK-2-/- 
Après avoir vérifié que la morphine a un effet sur l’activité des fibres sauvages, nous avons 
étudié l’impact de la délétion de TREK-2 sur l’effet induit par la morphine. L’activité spontanée 
des fibres TREK-2-/- n’est pas modifiée par le traitement de morphine 10µM (Figure 50 A). Par 
contre, tout comme pour les fibres sauvages, la réponse au chaud des fibres TREK-2-/-  est 



















Réponse au chaud 
des fibres C-MH (Hz)
Contrôle Morphine 10µM
A B
Figure 49 : Effet de la morphine sur l’activité des fibres C-MH sauvages. A. Effet de la morphine sur l’activité 
spontanée des fibres sauvages. Activité basale (nombre de PA.s
-1
) des fibres C cutanées WT activées par le chaud 
avant (blanc, n=24 fibres, 9 expériences, 5 souris) et après un traitement de morphine 10µM pendant 10min (bleu, 
n=11 fibres, 9 expériences, 5 souris). B. Effet de la morphine sur la réponse au chaud des fibres sauvages. Réponse 
(nombre de PA.s
-1
) des fibres C cutanées WT activées par le chaud pendant une rampe chaude de 30°C à 50°C en 
présence (bleu, n=11 fibres, 9 expériences, 5 souris) ou non (blanc, n=24 fibres, 9 expériences, 5 souris) de 
morphine 10µM. Les valeurs présentées sont les valeurs moyennes+/- l’erreur-type. Les différences significatives 
entre les conditions contrôle et morphine 10µM sont marquées par : * (p<0,05). Tests Mann Whitney (activité 
basale) et Wilcoxon (réponse au chaud). 
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D’après ces résultats, le canal TREK-2 semble intervenir dans la diminution de l’excitabilité 
des fibres C induite par la morphine. Néanmoins, TREK-2 ne serait pas impliqué dans la baisse de 
la thermosensibilité des fibres.  





















Réponse au chaud 
des fibres C-MH (Hz)
Figure 50 : Effet de la morphine sur l’activité des fibres C-MH TREK-2
-/-
. A. Effet de la morphine sur l’activité 
spontanée des fibres TREK-2
-/-
. Activité basale (nombre de PA.s
-1
) des fibres C cutanées TREK-2
-/- 
 activées 
par le chaud avant (gris, n=5 fibres, 3 expériences, 2 souris) et après un traitement de morphine 10µM 
pendant 10min (bleu-gris, n=8 fibre, 3 expériences, 2 souris). B. Effet de la morphine sur la réponse au chaud 
des fibres TREK-2
-/-
.Réponse (nombre de PA.s
-1
) des fibres C cutanées TREK-2
-/- 
activées par le chaud 
pendant une rampe chaude de 30°C à 50°C en présence (bleu-gris, n=8 fibre, 3 expériences, 2 souris) ou 
non de morphine 10µM (gris, n=5 fibres, 3 expériences, 2 souris). Les valeurs présentées sont les valeurs 
moyennes+/- l’erreur-type. NS: non significatif. Les différences significatives entre les conditions contrôle et 











L’objectif de cette étude était d’évaluer la contribution du canal TREK-2 dans la 
nociception. Pour cela, j’ai utilisé des souris invalidées pour le canal TREK-2 et pour l’ensemble 
des canaux TREK. J’ai étudié l’impact de la délétion du canal sur la thermosensibilité de neurones 
de DRG par imagerie calcique. Grâce à la technique de nerf peau, j’ai enregistré l’activité des 
fibres C cutanées des souris KO en réponse à des stimuli thermiques (chaud et froid). En parallèle, 
la thermosensibilité des souris TREK-2-/- et TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- a été évaluée par une étude 
comportementale réalisée par nos collaborateurs du Laboratoire de Pharmacologie 
Fondamentale et Clinique de la Douleur de Clermont-Ferrand. 
Pour pouvoir enregistrer la réponse de fibres cutanées à un stimulus, il faut isoler le 
champ récepteur de chaque fibre sur la peau. Ce champ récepteur est identifié par stimulation 
mécanique de la peau, et les fibres enregistrées sont toutes mécanosensibles. J’ai donc mesuré 
pour chaque fibre le seuil de sensibilité mécanique et je n’ai observé aucune modification de la 
sensibilité mécanique des fibres C TREK-2-/- par rapport aux fibres sauvages. Le canal TREK-2, 
malgré sa mécanosensibilité, ne semble pas impliqué dans la détermination des seuils de 
sensibilité mécaniques des fibres C nociceptives. Pourtant l’étude comportementale des souris 
TREK-2-/- révèle que ce souris présentent une allodynie mécanique (Pereira et al., 2014). La 
dispersion des valeurs des seuils von Frey des fibres C est très grande et elle n’est pas centrée 
autour d’une moyenne forte. Il est donc difficile d’observer un changement de seuil de sensibilité. 
De plus, l’allodynie mécanique observée chez les souris implique probablement des fibres 
sensorielles à bas seuil, Aβ et Aδ (Burgess and Perl, 1967; Djouhri and Lawson, 2004), que je n’ai 
pas étudiées durant ma thèse. Les souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-, ont elles aussi une 
hypersensibilité mécanique mais qui n’est pas plus sévère que celle observée chez les souris TREK-
2-/-, ce qui exclut des mécanismes compensatoires entre les membres de la sous-famille TREK.  
A. TREK-2 est impliqué dans la perception du chaud 
modéré 
La sensibilité au chaud des neurones de DRG a été étudiée par imagerie calcique. La 
population de neurones de DRG comprend deux types de neurones sensoriels qui répondent à 
une augmentation de la température de 30°C à 48°C. Le type de neurones majoritaire chez les 
souris sauvages, qui représente 32% des neurones, est sensible à la fois au chaud et à la 
capsaïcine. Le second type de neurones, soit 18% de la population totale de neurones, est activée 
par le chaud mais pas par la capsaïcine. La délétion du canal TREK-2 augmente ces deux 
populations ce qui résulte en une fraction de neurones sensibles au chaud significativement plus 
importante que celle des souris sauvages. Il semble que le rôle des canaux TREK-2 est d’inhiber 
l’activation des nocicepteurs par le chaud probablement en contrebalançant l’activité d’autres 
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canaux thermosensibles excitateurs. Ceci est comparable au rôle proposé pour les canaux TREK-1 
et TRAAK dans la perception thermique (Noël et al., 2009). Les neurones de DRG expriment à la 
fois des canaux dépolarisants thermosensibles, qui leur confèrent leur sensibilité thermique, et les 
canaux potassiques TREK-1, TREK-2 et/ou TRAAK qui ont un effet opposé. La fraction de neurones 
sensibles à la fois au chaud et à la capsaïcine expriment le canal TRPV1, qui semble être le seul 
canal connu activé par la capsaïcine. Le canal TREK-2 est donc capable de contrebalancer l’activité 
de TRPV1 lorsqu’il est activé par la température et sa délétion révèle une population de neurones 
normalement insensibles au chaud. Mais la délétion de TREK-2 révèle également une population 
de neurones insensible à la capsaïcine, qui pourrait exprimer alors un autre canal excitateur 
thermosensible. Parmi les canaux TRP, TRPV2, TRPV3 et TRPM3 sont activés par le chaud 
(Caterina et al., 1999; Moqrich et al., 2005) et pourraient être exprimés par cette population de 
neurones. Néanmoins, il pourrait s’agir d’autres canaux thermosensibles qui n’ont pas encore été 
identifiés (Abrahamsen et al., 2008). La délétion de l’ensemble des canaux TREK n’augmente pas 
plus la fraction de neurones activés par le chaud par rapport au simple KO ce qui suggère que 
TREK-1, TREK-2 et TRAAK inhibent la même population de neurones. Chez les souris TREK-1-/--
TREK-2-/--TRAAK-/-, c’est la fraction de neurones sensibles à la capsaïcine qui augmente de façon 
significative. Il existe donc une population de neurones exprimant à la fois les canaux TRPV1 et les 
canaux TREK. Dans ces neurones, la présence d’un des canaux TREK suffit à neutraliser l’activation 
des canaux TRPV1 et ils sont inactifs entre 30°C et 48°C alors que le canal TRPV1 est activé dans 
des gammes de températures inférieures à 40°C, lorsque le potentiel de membrane est dépolarisé 
(Voets et al., 2004). Ces neurones pourraient correspondre à des fibres Aδ plutôt qu’à des fibres C 
(Mitchell et al., 2010). En culture, les neurones sont sélectionnés en fonction de la taille de leur 
corps cellulaire ce qui peut nous amener à prendre en compte des neurones Aδ de petit 
diamètre, qui représentent près de 20% des neurones de DRG qui sont activés à des 
températures plus hautes que les fibres C (Lewin and Moshourab, 2004; Treede et al., 1995). 
L’analyse des fibres C cutanées montre que la délétion de TREK-2 augmente la fraction de 
fibres sensibles à une augmentation de la température de 30°C à 50°C. L’absence de TREK-2 
conduit à l’activation d’une population de fibres C qui normalement ne s’activent pas avant 40°C. 
La fraction de fibres TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- sensibles au chaud est comparable à celle des 
fibres TREK-2-/-. Il ne semble pas y avoir d’effet cumulatif de la délétion des trois canaux pour la 
sensibilité au chaud des fibres C, ce qui suggère qu’il existe une population de fibres C sensibles 
au chaud qui exprime TREK-1, TREK-2 et TRAAK. Ces données sont donc tout à fait cohérentes 
avec les analyses des neurones de DRG par imagerie calcique. Nous avons observé que la fraction 
de fibres qui augmente chez les deux KO est à la fois sensible au chaud et au froid (C-MHC) alors 
que la fraction de fibres C-MH est comparable à celle des souris sauvages. La délétion des canaux 
TREK réduit donc la sélectivité thermique des fibres C. 
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On observe également que les fibres TREK-2-/- et TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-  ont un seuil 
d’activation à des températures nettement plus basses que les fibres sauvages. Elles s’activent 
autour de 36°C et 37°C respectivement alors que les fibres sauvages ont un seuil d’activation 
médian proche de 40°C. De plus, la fraction de fibres actives en dessous de 40°C est clairement 
plus importante chez les souris KO par rapport aux souris sauvages. Sur l’ensemble de la rampe 
chaude les fibres TREK-2-/- et TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- répondent plus fortement que les fibres 
sauvages. Cette hyperexcitabilité est observable entre 30°C et 40°C par contre, au-delà de 40°C, 
seules les fibres TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-  montrent une réponse supérieure par rapport aux 
sauvages. Entre 40°C et 50°C, les fibres TREK-2-/- ne sont pas plus actives que les fibres sauvages. 
Ces résultats indiquent que le canal TREK-2 régule la perception du chaud modéré des fibres C et 
que, au-delà de 40°C, le rôle de TREK-2 dans les fibres C est limité. 
L’étude comportementale menée sur les souris TREK-2-/- et TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- 
montrent que les souris KO ont une sensibilité thermique élevée entre 40°C et 46°C (Figure 51 A-
B). Cette gamme de température est à la limite entre les températures de confort pour les souris 
(~40°C) et le chaud aversif (entre 45°C et 50°C) (Pogorzala et al., 2013). Le canal TREK-2 est donc 
nécessaire à la discrimination entre le chaud modéré et le chaud nocif. En l’absence du canal, les 
températures non douloureuses sont perçues comme nocives. Cela suggère qu’une modulation 
positive de TREK-2 pourrait avoir un effet analgésique sans altérer la perception du chaud nocif. À 
partir de 48°C, les souris TREK-2-/- ne sont pas plus sensibles que les souris sauvages alors que les 
souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- présentent toujours une hyperalgésie au chaud (Figure 51 B-C). 
Dans une étude précédente, notre équipe a montré que les souris TREK-1-/-et TRAAK-/- sont 
hypersensibles entre 46°C et 50°C (Noël et al., 2009). Il y aurait donc peu de chevauchement 
entre la gamme de températures impliquant TREK-1 et TRAAK avec la gamme de températures 
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.                             
A. Test de l’immersion de la queue au chaud modéré. Latences de retrait de la queue à 35°C, 40°C et 42°C des 
souris WT (blanc), TREK-2
-/-






(bleu). B. Test de l’immersion de la queue au 
chaud nocif. Latence de retrait de la queue à 44°C, 46°C et 48°C. C. Comportement douloureux  en réponse au 
chaud nocif. Les souris sont placées sur une plaque thermique à 50°C et 52°C. On mesure le temps passé sur 
la plaque avant l’apparition de signes de douleur (léchage ou secousse de la patte). Les valeurs présentées 
sont les valeurs moyennes+/- l’erreur-type. NS: non significatif. Les différences significatives entre les souris WT 
et TREK-2
-/-
 sont marqués par : * (p<0,05), ** (p<0,01) et *** (p<0,001). Les différences significatives entre les 






sont marquées par : # (p<0,05), ## (p<0,01) et ### (p<0,001). Test 
ANOVA à deux facteurs suivi d’un post-test de Bonferroni.  D’après Pereira et al., 2014. 
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B. TREK-2 est impliqué dans la perception du froid 
modéré 
La discrimination entre le froid modéré et le froid douloureux n’est pas encore bien 
comprise. Dans une étude précédente, notre équipe a montré que l’activité combinée des canaux 
TREK-1 et TRAAK contrôle la perception entre 20°C et 10°C alors que séparément, ces canaux 
n’influencent pas la perception du froid des souris (Noël et al., 2009).  
Pendant ma thèse, j’ai pu montrer que la délétion des canaux TREK-2 augmente la fraction 
de neurones de DRG activés par le froid. Chez les souris sauvages, seule une faible population de 
neurones sont activés à la fois par le froid entre 30°C et 10°C et le menthol tandis qu’une 
population plus importante n’est activée que par le froid ce qui est en accord avec les données 
précédemment publiées (Babes et al., 2004, 2006). La délétion du canal TREK-2 augmente 
significativement la fraction de neurones activés par le froid et insensibles au menthol qui, de ce 
fait, n’expriment probablement pas le canal TRPM8. Le canal TREK-2 contrôle donc la perception 
au froid de neurones qui expriment un autre canal excitateur sensible au froid, par exemple le 
canal TRPA1 (Camino et al., 2010). La délétion de l’ensemble des canaux TREK augmente 
également la fraction de neurones sensibles au froid. Cette augmentation est similaire à celle 
observée chez les souris TREK-2-/-. Il n’y a donc pas d’effet cumulatif de la délétion des canaux 
TREK. 
L’absence du canal TREK-2 augmente la fraction de fibres C sensibles à la fois au froid et 
au chaud. Le seuil de sensibilité des fibres n’est pas modifié significativement par rapport à celui 
des fibres sauvages, même si il pourrait y avoir une tendance à une hypersensibilité des fibres 
puisque le seuil médian des fibres TREK-2-/- se situe autour de 23°C alors que celui des fibres 
sauvages est d’environ 20°C. De plus, la fraction de fibres actives entre 30°C et 21°C est 
nettement supérieure chez les souris TREK-2-/- par rapport aux souris sauvages. La réponse des 
fibres TREK-2-/- est elle aussi augmentée entre 30°C et 21°C. La délétion de l’ensemble des canaux 
TREK augmente également la fraction de fibres C-MHC et les fibres TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- 
répondent plus fortement sur toute la rampe froide, soit entre 30°C et 10°C. 
Les souris TREK-2-/- et TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-  présentent une hyperalgésie au froid 
entre 30°C et 20°C (Figure 52 A-B). Au-dessous de 20°C, les souris TREK-2-/- ont le même 
comportement que les souris sauvages alors que les souris TREK-1-/-- TREK-2-/-- TRAAK-/- sont 
toujours hypersensibles (Figure 52 C-D). Ces résultats confortent nos observations en imagerie 
calcique et nerf-peau, indiquant que TREK-2 est impliqué dans la perception du froid non 
douloureux. 
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.         
A. Test de l’immersion de la queue au froid modéré. Latences de retrait de la queue à 20°C et 25°C 
des souris WT (blanc), TREK-2
-/-






(bleu). B. Test de préférence de 
place. Les souris sont placées sur des plaques thermiques adjacentes à 30°C et 25°C. Le temps passé 
sur chaque plaque est mesuré et le ratio de temps passé sur la plaque à 30°C versus 25°C est 
représenté ici. C. Test de l’immersion de la queue au froid nocif. Latences de retrait de la queue à 
15°C, 10°C et 5°C. D. Comportement douloureux en réponse au froid nocif. Les souris sont placées sur 
une plaque thermale dont la température est abaissée progressivement de 18°C à 4°C. Le nombre de 
sauts, signe de douleur, est mesuré pour chaque degré. Les valeurs présentées sont les valeurs 
moyennes+/- l’erreur-type. NS: non significatif. Les différences significatives entre les souris WT et 
TREK-2
-/-
 sont marqués par : * (p<0,05), ** (p<0,01) et *** (p<0,001). Les différences significatives 






sont marquées par : # (p<0,05), ## (p<0,01) et ### 































































































































L’oxaliplatine, un agent anti-cancéreux, provoque chez les patients traités une forte 
allodynie au froid (Attal et al., 2009; Wolf et al., 2008). Le traitement de souris avec cet agent 
diminue l’expression du canal TREK-2 dans les neurones de DRG (Pereira et al., 2014). TREK-2 
participerait donc aussi à l’hyperalgésie au froid induite par l’oxaliplatine. Ce phénomène est 
complexe, et il est fort probable que d’autres canaux y participent et en particulier des canaux 
potassiques impliqués dans la douleur chronique (Tsantoulas and McMahon, 2014). 
Dans cette étude nous avons donc pu montrer que le canal TREK-2 est impliqué dans la 
perception thermique dans des gammes de températures non nocives. Les canaux TREK-1, TREK-2 
et TRAAK ont des rôles complémentaires avec très peu de redondance fonctionnelle dans la 
thermo sensation. TREK-2 contrôle la thermo sensation entre 40°C et 46°C pour le chaud et entre 
20°C et 25°C pour le froid tandis que TREK-1 et TRAAK, individuellement ou en combinaison, 
contrôlent la perception de températures nocives, au-dessus de 46°C et au-dessous de 17°C. Ces 
observations sont similaires aux résultats montrant les contributions respectives de différents 
canaux excitateur dans la perception thermique. Les études des souris invalidées pour les canaux 
TRPV1, TRPV2, TRPV3 et TRPV4 montrent que le délétion de l’un de ces canaux n’abolit pas 
complètement la sensation au chaud (Nilius et al., 2007; Pogorzala et al., 2013; Vay et al., 2012). 
Cela suggère qu’il existe une certaine redondance fonctionnelle entre ces différents canaux. Mais 
d’autres canaux ont également été impliqués dans la perception du chaud, comme TRPM3 (Vriens 
et al., 2011). Ce même phénomène a été rapporté pour les canaux TRPM8, TRPA1 et TRPC5 dans 
la perception du froid (Foulkes and Wood, 2007; McCoy et al., 2011; Zimmermann et al., 2011). 
Il avait été proposé par notre équipe que les canaux TREK-1 et TRAAK sont des modulateur 
de la thermosensibilité en s’opposant à la dépolarisation des nocicepteurs par des canaux 
excitateurs de façon température-dépendante (Noël et al., 2009). Mes travaux de thèse 
démontrent qu’il en est probablement de même pour le canal TREK-2. Notre hypothèse est que 
les canaux TREK produisent un contrôle température-dépendant du potentiel de membrane dans 
les neurones sensoriels et que les variations du potentiel induites vont contrôler la sensitivité 
thermique des canaux TRP. On sait que la dépolarisation sensibilise les canaux TRP au chaud, pour 
TRPV1, et au froid, pour TRPM8. L’activité du canal TRPV1 est fortement augmentée à 42°C par la 
dépolarisation de la membrane, et il en est de même à 15°C pour le canal TRPM8 (Voets et al., 
2004). Nous avons d’ailleurs montré que la délétion du canal TREK-2 dépolarise sensiblement les 
neurones de DRG. 
Nous montrons également que le canal TREK-2 contrôle la perception thermique dans des 
gammes de température modérées, et donc différentes de celles contrôlées par TREK-1 et TRAAK. 
Cela s’expliquerait par le fait que TREK-2 est exprimé dans une sous population de neurones 
dédiés à la perception de températures non douloureuses. 
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Nous avons réalisé des expériences préliminaires afin d’évaluer le rôle du canal TREK-2 
dans l’analgésie thermique induite par la morphine. Nous avons déjà montré qu’il existe un 
couplage fonctionnel entre le canal TREK-2 et les récepteurs µOR, ce qui, en plus des fortes 
similitudes de TREK-2 avec le canal TREK-1, suggère l’implication du canal dans l’effet de la 
morphine.  
La morphine diminue significativement l’excitabilité des fibres C de souris sauvages, 
agissant à la fois sur l’activité spontanée des fibres ainsi que sur leur réponse à une augmentation 
de température. Chez les souris TREK-2-/-, la morphine n’a aucun effet sur l’activité spontanée des 
fibres C cutanées. Par contre on observe, comme chez les souris sauvages, une diminution de la 
réponse au chaud des fibres après traitement à la morphine.  
Ces résultats suggèrent que le canal TREK-2 pourrait être impliqué dans la diminution de 
l’activité basale spontanée des fibres induite par la morphine mais qu’il n’interviendrait pas dans 






















Mon projet de thèse s’est directement inscrit dans l’un des axes de recherche du 
laboratoire qui porte sur l’étude du rôle des canaux TREK dans la physiologie de la nociception. 
Les résultats publiés par l’équipe ont montré que les canaux TREK-1 et TRAAK sont des senseurs 
moléculaires essentiels dans la perception polymodale de la douleur et qu’ils interviennent dans 
l’excitabilité des nocicepteurs, modulant ainsi le message douloureux. L’objectif de ma thèse a été 
d’évaluer la contribution des canaux TREK dans la douleur et dans l’analgésie induite par la 
morphine grâce à l’utilisation de souris invalidées pour ces canaux. 
Dans la première partie de ce travail de thèse, nous avons voulu déterminer si les canaux 
TREK étaient impliqués dans l’activité antalgique de la morphine, l’un des analgésiques les plus 
couramment utilisés. Nous avons mis en évidence qu’il existe, dans des systèmes d’expression 
hétérologue, une relation fonctionnelle entre le canal TREK-1 et les récepteurs opioïdes µOR et 
δOR qui sont les principaux récepteurs aux opioïdes impliqués dans l’analgésie. Nous montrons 
également que le canal TREK-2, mais pas le canal TRAAK, est activé par la morphine via un 
couplage avec les récepteurs µOR. Dans ce modèle, TREK-1 et TREK-2 peuvent être modulés par la 
morphine. Nous proposons que cette régulation passe par la voie de signalisation de la protéine 
Gi, couplée aux récepteurs opioïdes, qui lève l’inhibition tonique exercée par la PKA sur les canaux 
TREK-1 et TREK-2. 
Nous avons étudié si cette relation fonctionnelle existait dans les neurones de moelle 
épinière et les neurones sensoriels de DRG de souris. Par une approche d’imagerie calcique, nous 
avons observé que l’absence du canal TREK-1 diminue l’effet de la morphine sur l’excitabilité des 
neurones de moelle en culture (i) en réduisant le nombre de neurones sensibles à la morphine et 
(ii) en altérant son effet inhibiteur sur l’activité neuronale. D’autre part, nous montrons que la 
délétion de TREK-1 dans les neurones de DRG abolit l’effet analgésique de la morphine sur leur 
thermosensibilité. Le canal TREK-1 est donc impliqué dans les effets centraux et périphériques de 
la morphine. 
L’étude comportementale de souris invalidées pour le canal TREK-1, réalisée par nos 
collaborateurs du Laboratoire de Pharmacologie Fondamentale et Clinique de la Douleur de 
Clermont-Ferrand, confirme que le canal TREK-1 intervient dans l’analgésie thermique induite par 
la morphine via l’activation du récepteur µOR. Elle démontre également que TREK-1 n’est 
nullement impliqué dans les effets secondaires principaux de la morphine que sont la 







Pour la première fois, nous montrons que le canal TREK-1 est un médiateur de 
l’analgésie induite par la morphine agissant en aval des récepteurs aux opioïdes et qui 
n’intervient pas dans ses effets secondaires délétères. TREK-1 est donc une cible de choix pour 
le développement de nouveaux antalgiques puissants dépourvu d’effets secondaires. 
 
Dans la seconde partie de ces travaux, nous avons évalué l’impact du canal TREK-2 dans la 
perception de la douleur. Nous avons utilisé une approche intégrée, associant des techniques 
d’électrophysiologie in vitro et ex vivo et d’imagerie, afin d’étudier la thermosensibilité de souris 
invalidées pour le canal TREK-2 ou pour l’ensemble des canaux TREK. Nous montrons d’abord que 
la délétion du canal TREK-2 dépolarise le potentiel de membrane des neurones sensoriels de DRG. 
Le potentiel de membrane de ces neurones serait alors corrélé aux niveaux d’expression de TREK-
2. Le canal est donc un puissant modulateur de l’excitabilité des neurones sensoriels de DRG. 
La délétion de TREK-2 augmente le nombre de neurones de DRG activés par des variations 
de températures (chaud ou au froid). De plus, elle accroît la fraction de fibres C cutanées 
thermosensibles, plus particulièrement la population de fibres sensibles à la fois au chaud et au 
froid. L’absence de TREK-2 diminue donc la spécificité thermique des fibres afférentes primaires. 
Les fibres C de souris invalidées pour le canal TREK-2 ont un seuil de sensibilité thermique abaissé 
et répondent plus fortement au froid et au chaud par rapport aux fibres de souris sauvages. De 
façon intéressante, cette hypersensibilité des fibres C est visible dans des gammes de 
températures bien précises, entre 30°C et 40°C pour le chaud et entre 30°C et 21°C pour le froid. 
Le canal TREK-2 est donc impliqué dans la perception thermique, au chaud et au froid, dans des 
gammes de températures modérées. Par contre nous n’observons pas d’effet de la délétion de 
TREK-2 sur la mécanosensibilité des fibres C, suggérant que TREK-2 ne serait pas impliqué dans la 
perception mécanique. L’étude comportementale menée par nos collaborateurs montre que les 
souris TREK-2-/- présentent une altération de la perception du chaud et du froid modérés, mais 
que leur réponse à des stimuli thermiques plus intenses (<20°C ou >46°C) est comparable à celle 
des souris sauvages, confirmant ainsi nos résultats in vivo. 
Par les mêmes approches, nous avons observé l’impact de la délétion de l’ensemble des 
canaux TREK sur la thermosensibilité des neurones sensoriels de DRG et des fibres C cutanées. Les 
populations de neurones de DRG et de fibres C thermosensibles sont augmentées de façon 
comparable chez les souris TREK-2-/- et TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-. Les fibres C présentent une 
réponse exacerbée au froid et au chaud, y compris pour des températures nocives (soit au-delà 
de 40°C ou inférieure à 20°C). Les souris TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/- sont hypersensibles au chaud 
et au froid, modérés et nocifs. Les canaux TREK-1 et TRAAK ont été impliqués dans la perception 







du froid chez l’animal. Mais TREK-1 et TRAAK combinés interviennent dans la perception de 
températures froides, inférieures à 17°C.  
Nous montrons donc que le canal TREK-2 est l’unique membre de sa sous-famille à pouvoir 
moduler seul la réponse au froid des neurones et des fibres sensoriels périphériques. Mais nous 
établissons également que l’activité de TREK-2 est complémentaire de celle déjà rapportée pour les 
canaux TREK-1 et TRAAK, car contrairement à TREK-1 et TRAAK, TREK-2 intervient dans la 
perception de températures non nocives. Les canaux TREK contribuent donc à la perception 
thermique dans des gammes de températures différentes. 
 
L’ensemble de ces travaux de thèse montrent que les canaux potassiques de fond TREK 
jouent un rôle essentiel dans la perception et la modulation du message douloureux et pourraient 
être des cibles intéressantes pour le traitement de la douleur.  
  
   






MATÉRIEL ET MÉTHODES 
 
I ANIMAUX 
Les expériences sont réalisées sur des souris mâles de la souche C57Black/6J (WT) et des 
souris invalidées pour le canal TREK-1 (TREK-1-/-), Le canal TREK-2 (TREK-2-/-), ou pour l’ensemble 
des canaux TREK (TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-). Les souris WT proviennent des laboratoires Charles 
River et ne sont utilisés qu’après une semaine d’habituation aux conditions de l’animalerie. Les 
souris TREK-1-/- et TREK-2-/- sont développées à l’institut (Guyon et al., 2009; Heurteaux et al., 
2004).  
L’invalidation du gène Trek1 a été obtenue par excision de l’exon 3 qui correspond au 
segment TM1. Les acides aminés 47 à 67 ont été délétés ce qui comprend la cystéine responsable 
de la dimérisation du canal (C52), nécessaire à la création d’un canal fonctionnel (Heurteaux et al., 
2004). Pour le gène Trek2, l’exon 2 a été dupliqué, formant un nouveau codon stop, ce qui génère 
une protéine tronquée non fonctionnelle (Guyon et al., 2009). Le gène Traak a été invalidé par le 
remplacement d’une partie de l’exon 2 (de 100pb), qui code pour la grande partie du domaine 
TM1 du canal, par une cassette IRES-geo. La présence de trois codons STOP en amont du site 
d’insertion de la cassette induit l’interruption de la traduction de l’ARNm de la protéine native. 
Cela génère une forme tronquée de la protéine ne contenant que les 18 premier acides aminés, 
non fonctionnelle (Heurteaux et al., 2004).  
Les souris triple KO ont été obtenues par croisement de souris double KO TREK1-/--TRAAK-/- 
(Heurteaux et al., 2004; Noël et al., 2009) avec des souris simple KO TREK2-/-. 
Les souris utilisées dans nos expériences ont 10 à 12 semaines. Elles sont acclimatées une 
semaine ou plus avant d’être utilisées. Elles sont élevées en cage de six avec nourriture et eau ad 
libitum. Toutes les procédures impliquant des animaux ont été approuvées par le Comité 
Institutionnel d’éthique pour Animal de Laboratoire (CIEPAL) – Azur (C2EA-28) et les 
expérimentations ont été réalisées en accord avec les règles d’éthiques fournies par la 
Communauté Européenne pour le soin et l’utilisation d’animaux (86/609/CEE). 






II CULTURE PRIMAIRE DE NEURONES 
SENSORIELS DE DRG 
Les neurones des ganglions sensoriels spinaux lombaires en culture primaire sont 
préparés à partir de souris WT C57Bl/6J, ou KO (TREK-1-/-, TREK-2-/- ou TREK-1-/--TREK-2-/--TRAAK-/-
), mâles, de 10 à 12 semaines. Les ganglions spinaux des souris de chaque génotype sont 
disséqués en parallèle. Les neurones en culture de chaque génotype sont testés alternativement 
dans les mêmes conditions. 
La colonne vertébrale est dégagée ventralement et les vertèbres sont coupées pour 
libérer la moelle épinière. Les 12 ganglions lombaires sont récupérés et placés dans de l’HBSS(-) 
(Hank’s Salt Solution, sans calcium ni magnésium, Gibco©). Les ganglions sont placés dans de la 
collagénase (Biochrom©, CLS II) à 0,2% pendant 1h45 à 37°C. Ils sont rincés à l’HBSS(-) puis mis 
dans la trypsine (Seromed©) à 0,25mg/mL pendant 15min à température ambiante. Ils sont 
ensuite dissociés mécaniquement à l’aide d’une pipette Pasteur. La suspension cellulaire ainsi 
obtenue est centrifugée 5min à 200g. Les cellules culotées sont reprises dans du milieu de culture 
complet, composé de HAM F-12 (Lonza©), 10% de sérum de veau fœtal décomplémenté 
(HyClone©), 1% d’antibiotiques (Pénicilline, Streptomycine, BioWhittaker©) et 50ng/mL de 
facteur de croissance neuronal NGF (Sigma©) pour maintenir la différenciation des neurones. On 
dépose 20μL de suspension cellulaire en goutte centrale, soit l’équivalent de 2 à 3 ganglions, sur 
des lamelles de verre type I de 22mm de diamètre, préalablement recouvertes de Poly-L-Lysine 
0,30mg/mL (Sigma©). Les cellules sont mises en culture dans 2mL de milieu complet pendant 2 à 
7 jours à 37°C, en atmosphère 5% CO2. 
III CULTURE PRIMAIRE DE NEURONES DE 
MOELLE ÉPINIÈRE 
Les neurones de moelle épinière en culture primaire sont préparés à partir de nouveau-
nés souris WT C57Bl/6J, ou TREK-1-/-, à J0 ou J1. Les neurones de chaque génotype sont disséquées 
en parallèle et, une fois en culture, sont testés alternativement dans les mêmes conditions. 
La colonne vertébrale est dégagée dorsalement. Après avoir délaminé, la moelle épinière 
est prélevée et placée dans du milieu Neurobasal A stérile (Life technologies©) et coupée en 
tronçons. Les tronçons de moelle sont rincés deux fois à l’HBSS(-) (Gibco©) et une fois au DPBS 
(Dulbecco's Phosphate-Buffered Saline, Life Technologies©). Ils sont ensuite incubés à température 
ambiante ~5min dans un milieu de digestion composé de DPBS, de Trypsine 2,5% (Seromed©) et de 
DNAse I 11320U/mL. Après un rinçage au Neurobasal, les tronçons sont placés dans une solution de 
DNAse I (11320U/mL) dans du Neurobasal A et dissociés mécaniquement à l’aide d’une propipette 






stérile. La suspension cellulaire ainsi obtenue est centrifugée 5min à 200g. Les cellules culotées sont 
rerises dans du milieu de culture complet, composé de Neurobasal A, 1% de Glutamax, 1% de SVF 
décomplémenté, d’antibiotiques (Gentamycine, BioWhittaker©) et 2% de B27 (Gibco©). On dépose 
20µL de suspension cellulaire en goutte centrale dans des boîtes de pétri 35mm sur des lamelles de 
verre type I de 22mm de diamètre, préalablement recouvertes de Poly-L-Lysine 0,30mg/mL (Sigma©). 
Les cellules sont mises en culture dans 2mL de milieu complet pendant 15 à 20 jours à 37°C, en 
atmosphère 5% CO2. 
IV  IMAGERIE CALCIQUE 
La sonde calcique utilisée est le FURA-2 (Invitrogen©) (Grynkiewicz et al., 1985). Le FURA-
2 est une sonde ratiométrique. Lorsque cette sonde fixe le calcium, son spectre d’excitation est 
déplacé, c’est-à-dire que le spectre d’excitation de la sonde libre est différent de celui de la sonde 
liée au calcium. Le pic d’excitation de la sonde libre est à 380nm, le pic de la sonde fixée au 
calcium est de 340nm. Pendant l’expérience, on excite la sonde alternativement à 340 et 380nm 
et on capture l’émission de fluorescence à 515nm après chaque excitation. L’évolution du ratio 
Fluorescence340/Fluorescence380 détermine les variations de la concentration de calcium dans 
la cellule. L’intérêt des sondes ratiométriques est que l’on s’affranchit de la concentration de la 
sonde dans les différentes cellules et donc d’une différence de charge entre les cellules. 
Les neurones sont utilisés à partir de deux jours après leur mise en culture. Le FURA-2 est 
chargé dans les cellules à partir de FURA-2-AM (AcétoxyMéthylester). Le FURA-2-AM est une 
sonde perméante dont les fonctions carboxyliques du FURA-2 sont neutralisées par les 
groupements AM. Le FURA-2-AM est hydrolysé par les estérases cytosoliques et le FURA-2 se 
retrouve piégé dans la cellule. Les cellules sont incubées pendant 45min à l’obscurité dans du 
milieu extracellulaire à température ambiante avec de la BSA (Bovine Albumin Serum) à 1% et 
10μM de FURA-2-AM. Le milieu extracellulaire est composé de : NaCl 145mM, KCl 5mM, HEPES 
10mM, MgCl2 2mM, CaCl2 2mM et NaHCO3 1mM, avec un pH ajusté à 7,4. Ce milieu est perfusé 
en continu sur les cellules pendant l’expérience avec du milieu extracellulaire à température fixée 
grâce à un controleur de température CL-100 (Warner Instrument©). La température du bain est 
contrôlée en permanence avec une sonde thermique proche du champ d’observation. 
La fluorescence est mesurée toutes les 2 à 5sec avec une caméra EM-CCD (Cascade II 512, 
Photometrics©) sur un microscope Zeiss Observer Z.1 avec un objectif plan apofluoar 20x et le 
logiciel d’acquisition et d’analyse Metafluor (Molecular Devices©). Pour l’analyse, des régions 
d’intérêt (RI) sont définies manuellement autour des neurones. La fluorescence est exprimée pour 
chaque RI par le ratio F340/F380. Les valeurs de ratios sont normalisées par la valeur moyenne des 
25 premiers ratios, en début d’expérience. Les cellules qui présentent une variation du ratio de 






fluorescence supérieure à trois fois l’écart-type à la moyenne des 25 premiers ratios sont 
considérées comme positives pour un stimulus. 
L’excitabilité des neurones de moelle en culture est évaluée grâce à leur réponse à une 
solution de glutamate 10µM, directement perfusée sur les cellules pendant ~1min (jusqu’à 
stabilisation de la réponse). Puis une solution de morphine chlorhydrate 10µM (Cooper©) est 
perfusée pendant 5min. Pour chaque cellule activée par le glutamate, nous comparons les ratios 
de fluorescence avant et après application de morphine. L’effet inhibiteur de la morphine est 
calculé en faisant le ratio de la différence de fluorescence avant et après traitement par la valeur 
moyenne des dernières mesures en condition glutamate. En fin d’expérience, nous vérifions que 
les cellules enregistrées sont bien des neurones en appliquant une solution riche en potassium 
(NaCl 60mM, KCl 90mM, HEPES 10mM, MgCl2 2mM, CaCl2 2mM et NaHCO3 1mM). 
Les neurones sensoriels de DRG sont sensoriels, identifiés par un corps cellulaire rond et 
nous ne choisissons que des neurones de petit diamètre, correspondant aux nocicepteurs 
(diamètre <20µm). La sensibilité des neurones sensoriels de DRG à la température est testée en 
diminuant la température de 30 à 10°C en 90s ou en l’augmentant de 30 à 48°C en 45s. Les 
agonistes de canaux TRP, Menthol 500μM et Capsaïcine 10μM (Sigma©), sont appliqués par 
perfusion locale pendant 2min puis rincés pendant plus de 3min. Les cellules prétraitées à la 
morphine 10µM sont perfusés pendant 10min avec la solution de morphine avant de réaliser 
l’expérience.  
En fin d’expérience, la charge de FURA-2 cellulaire est calibrée en mesurant les ratios 
maximal et minimal par un protocole de ionomycine 1mg/mL (Sigma-Aldrich©) puis d’EGTA 0,1M. 
La ionomycine, un ionophore à calcium, perméabilise la membrane et sature la cellule en calcium, 
tandis que l’EGTA chélate le calcium et le fait sortir de la cellule. 
V ENREGISTREMENTS 
ÉLECTROPHYSIOLOGIQUES 
A. Enregistrements de patch-clamp 
Les cellules COS sont ensemencées à une densité de 20 000 cellules par boîte de petri de 
diamètre 35mm et incubées à 37°C dans un milieu composé de DMEM, 10% de SFV et 1% 
d’antibiotiques (Pénicilline, Streptomycine, BioWhittaker©). Les cellules sont transfectées par le 
réactif JetPEI® (Polypus Transfection©) un jour après l’ensemencement selon le protocole du 
fournisseur. Afin de faire coexprimer les canaux TREK et les récepteurs opioïdes dans les cellules, 
elles sont incubées avec un mix de plasmides contenant l’ADN de récepteurs opioïdes (muOR-






EGFP ou deltaOR-EGFP) et des plasmides contenant l’ADN des différents canaux TREK (pIRES2-
TREK-1-EGFP, pIRES-TREK-2-EGFP ou pIRES-TRAAK-EGFP) et du JetPEI® (soit 2µL/µg d’ADN).  
Les cellules transfectées, identifiées par leur fluorescence verte, sont utilisées 2 à 4 jours 
après transfection. Nous avons utilisé la technique de patch-clamp, en configuration voltage 
imposé en cellule entière, pour mesurer les courants membranaires des cellules transfectées. Les 
amplitudes de courant sont mesurées à 0mV.  
Les enregistrements sont réalisés à température ambiante avec un amplificateur Axopatch 
200B (Axon Instruments©) avec un filtre passe-bas à 3kHz (Krhon-Hite©). Les données sont 
digitalisées à 10kHz par une interface A/D Digidata 1440 (Axon Instruments©) et enregistrées 
avec le programme pClamp10 (Axon Instruments©). Les pipettes de patch (de 3 à 5 MΩ) 
contiennent une solution composée de KCl 135mM, NaCl 5mM, MgCl2 2mM, CaCl2 2mM, EGTA 
5mM et HEPES 10mM à un pH ajusté à 7,4. Les cellules baignent dans une solution de NaCl 
145mM, KCl 5mM, MgCl2 2mM, CaCl2 2mM et HEPES 10mM (milieu extracellulaire, pH 7,4). Les 
composés testés sur les cellules (AA et morphine chlorhydrate) sont préparés dans le milieu 
extracellulaire et sont appliquées directement sur les cellules par un système de micro perfusion 
contrôlé par des valves microsolenoïdes (SIRAI©) qui permet un changement rapide des solutions 
perfusées. 
B. Mesure du potentiel de repos des neurones de DRG 
en culture 
Les neurones de DRG sont utilisés 2 à 4 jours après leur mise en culture. Nous avons utilisé 
la technique de patch-clamp, en configuration courant imposé en cellule entière, pour mesurer 
les potentiels de repos des neurones.  
Les enregistrements sont réalisés sur des neurones identifiés par leur corps cellulaire 
rond. Seuls les neurones présentant un potentiel de repos stable pendant au moins 2min ont été 
analysés. 
Les enregistrements sont réalisés à température ambiante avec un amplificateur Axopatch 
200B (Axon Instruments©) avec un filtre passe-bas à 3kHz (Krhon-Hite©). Les données sont 
digitalisées à 10kHz par une interface A/D Digidata 1440 (Axon Instruments©) et enregistrées 
avec le programme pClamp10 (Axon Instruments©). Les pipettes de patch (de 3 à 5 MΩ) 
contiennent une solution composée de KCl 135mM, ATP-Na 2,5mM, MgCl2 2mM, CaCl2 2mM, 
EGTA 5mM et HEPES 10mM à un pH ajusté à 7,4. Les cellules baignent dans une solution de NaCl 
145mM, KCl 5mM, MgCl2 2mM, CaCl2 2mM et HEPES 10mM (milieu extracellulaire, pH 7,4). Le 
milieu extracellulaire est perfusé directement sur les cellules par un système de micro perfusion 
contrôlé par des valves microsolenoïdes (SIRAI©). 






VI ENREGISTREMENTS DE FIBRES C UNITAIRES, 
TECHNIQUE DE NERF-PEAU 
La peau de la patte arrière droite d’une souris est disséquée avec le nerf saphène associé 
(Figure 53 A). La préparation, nerf et peau, est maintenue dans un liquide interstitiel synthétique 
(SIF) composé de : NaCl 120mM, KCl 3,5mM, CaCl2 2mM, MgSO4 0,7mM, NaH2PO4 1,7mM, 
NaHCO3 5mM, gluconate de sodium 9,5mM, sucrose 7,5mM, HEPES 10mM et glucose 5,5mM, 
avec un pH ajusté à 7,4. La peau est fixée dans une chambre d’organe et l’extrémité libre du nerf 
saphène est étirée dans une chambre d’enregistrement remplie d’huile minérale (Figure 53 B). La 
peau est perfusée en permanence avec du SIF à 30°C et oxygéné (O2 95%, CO2 5%). Les fibres 
nerveuses de l’extrémité du nerf sont individualisées et l’une d’entre elles déposée sur l’électrode 
d’enregistrement extracellulaire en or. Le champ réceptif cutané de cette fibre est localisé par 
stimulation mécanique avec une tige de verre. Puis le champ récepteur est stimulé par des 
filaments de von Frey, dont la force est calibrée, qui servent à déterminer le seuil de sensibilité 
mécanique de la fibre. Les potentiels d’action sont amplifiés 10 000 fois avec un amplificateur 
différentiel isolé DAM 8O (World Precision Instruments©), digitalisés à 10kHz avec une interface 
A/D Digidata 1320 (Axon Instruments©) et enregistrés avec le programme pClamp 10 (Axon 
Laboratory©). La vitesse de conduction des fibres est mesurée par stimulation électrique avec un 
stimulateur isolé à courant constant A 385 (World Precision Instruments©). Les fibres dont la 
vitesse de conduction est inférieure à 1,5m.s-1 sont identifiées comme des fibres C non 
myélinisées. Le champ réceptif de la fibre enregistrée est isolé avec un anneau métallique d’une 
contenance d’environ 400μL déposé sur la peau. Le volume intérieur de l’anneau est perfusé avec 
du SIF par un système thermorégulateur CL-100 (Warner Instruments©). La température sur le 
champ réceptif est augmentée de 30 à 50°C en 50s et diminuée de 30 à 10°C en 90s. La réponse 
d’une fibre aux changements de température se mesure par la génération d’un ou plusieurs 
potentiels d’action pendant la rampe. Le logiciel Spike2 (Cambridge Electronic Design©) est utilisé 
pour la détection de seuil, la cinétique et l’analyse de fréquence des potentiels d’action. La 
solution de morphine chlorhydrate 10µM est directement perfusée sur le champ récepteur dans 
l’anneau métallique pendant 10min avant l’application d’une rampe chaude. 
  







VII STATISTIQUES  
En dépendant du protocole expérimental, les données ont été analysées par les tests : 
- Test Mann Whitney : test non paramétrique de comparaison de moyennes 
- Test apparié de Wilcoxon : test non paramétrique de comparaison de deux moyennes 
de données appariées 
- Test Chi2 : test de comparaison de deux pourcentages. 
Chaque test indiqué est spécifié dans la légende de chaque figure. Les analyses 
statistiques ont été réalisées à l’aide du logiciel GraphPad Prism 5 (GraphPad Software©). Les 
valeurs sont présentées sous forme de moyenne ± erreur type.  
 
Figure 53 : Préparation de nerf-peau. A. Représentation schématique d’une patte arrière droite de 
souris. On distingue le nerf saphène, longé par l’artère et la veine saphène. Le trait en pointillés 
représente la portion de peau qui est récupérée lors de la dissection. B. Vue du dessus de la 
préparation nerf-peau. La peau est placée dans la chambre d’organe, perfusée de liquide interstitiel 
synthétique (flèche) à 30°C. L’extrémité du nerf est placée dans la chambre d’enregistrement. Les 
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